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 1 Einführung 
1 EINFÜHRUNG 
 
Autologe Fettgewebstransplantationen stehen im Fachgebiet der Plastisch-Rekonstruktiven 
Chirurgie mit ihren vielfältigen Anwendungsmöglichkeiten seit einigen Jahren zunehmend im 
Fokus. So berichtete die Deutsche Gesellschaft der Plastischen, Rekonstruktiven und 
Ästhetischen Chirurgen (DGPRÄC) in ihrer Pressemitteilung vom 05.11.2014, dass nach einer 
Umfrage aus dem Jahr 2012 im Vergleich zum Vorjahr die Behandlung mit Eigenfett den 
deutlichsten Anstieg in Bezug auf die Anzahl durchgeführter Operationen in diesem 
Fachgebiet erfuhr, wobei im Bereich der Brustrekonstruktion sogar eine Zunahme um 43% 
vermeldet werden konnte [1]. Einer Umfrage der International Society of Aesthetic Plastic 
Surgery (ISAPS) zufolge wurden autologe Fettgewebstransplantationen im Jahr 2014 allein 
im Bereich der ästhetischen Chirurgie weltweit schätzungsweise 965.727-mal durchgeführt 
(davon ca. 22.989-mal in Deutschland) [2]. 
Fettgewebe eignet sich als natürliche Ressource besonders gut zur Rekonstruktion von 
Gewebedefekten mit Volumenmangel: Es ist i.d.R. ausreichend vorhanden, einfach zu 
gewinnen, besitzt eine hervorragende Modellierbarkeit und zeichnet sich als autologes 
Gewebe durch eine besonders hohe Biokompatibilität aus. Gegenstand derzeitiger 
Forschung ist insbesondere die Suche nach praktikablen Möglichkeiten zur Steigerung des 
bis heute variablen Transplantatüberlebens. 
Diese Arbeit beschäftigt sich mit der Frage, ob durch Zusatz des angiogenesefördernden 
Hormons Leptin eine beschleunigte Revaskularisation nach autologen Fettgewebs-
transplantationen erzielt werden kann und ob die Transplantatannahme dadurch verbessert 
wird. 
 2 Einführung 
1.1 FETTGEWEBE 
1.1.1 Aufbau und Regulation 
Fettgewebe ist eine Sonderform des Bindegewebes. Vorherrschender Zelltyp sind die 
Adipozyten, welche Triazylglyzerine (TAG) in Form von Fettvakuolen im Zytoplasma 
speichern. Diese Zellen formen im Fettgewebe kleine Lobuli, welche von kollagenem 
Bindegewebe durchzogen bzw. untergliedert werden [3]. Durch zahlreiche Zell-Zell-Kontakte 
wird eine hohe interzelluläre Stabilität des Gewebes gewährleistet [4]. Adipozyten kommen 
im Körper aber auch einzeln oder gruppiert innerhalb anderer Gewebe vor [3]. 
Adipöses Gewebe ist stark innerviert und vaskularisiert, was einen intensiven Stoffwechsel 
ermöglicht [3, 5]. Für jeden Adipozyt ist der direkte Kontakt zu mindestens einer Kapillare 
vorhanden [4, 5]. So können permanent Fettsäuren aus dem Blut aufgenommen und zur 
Speicherung in Triazylglyzerine eingebaut werden oder nach erfolgtem Fettabbau wieder der 
Zirkulation zugeführt werden. 
Fettauf- und -abbau unterliegen einem dynamisch regulierten Gleichgewicht: 
Bei gesteigertem Energiebedarf, z.B. im Rahmen körperlicher Aktivität oder beim Fasten, 
wird durch Erhöhung des Sympathikotonus die Lipolyse via Adrenalin (und Noradrenalin) 
angetrieben [6]. Die Katecholamine binden dabei an β2-Adrenozeptoren, was zu einer 
Aktivierung der Adenylatzyklase führt [6]. Folglich kommt es zur verstärkten Bildung des 
second messenger cAMP, welcher wiederum die Proteinkinase A (PKA) aktiviert [6]. Die PKA 
führt durch Phosphorylierung der hormonsensitiven Lipase (HSL), welche den 
geschwindigkeits-bestimmenden Schritt der Lipolyse darstellt, zu deren Aktivierung [6]. 
Somit findet der Fettabbau verstärkt statt und es werden vermehrt Fettsäuren ins Blut 
abgegeben, die als Energieträger zur Verfügung stehen [6]. Bei intensiver körperlicher Arbeit 
erfolgt zusätzlich eine Steigerung der Lipolyse durch das atriale natriuretische Peptid (ANP) 
[6]. Dieses Peptidhormon bindet an A-Rezeptoren der Adipozyten und führt über eine 
Erhöhung des Spiegels an cGMP zur Aktivierung der Proteinkinase G (PKG), welche ebenfalls 
die HSL aktiviert [6]. 
Sind ausreichend Energieträger vorhanden, z.B. nach der Nahrungsaufnahme, so hemmt 
Insulin die Lipolyse und stimuliert massiv die Lipogenese [6]. In den Adipozyten wird durch 
Insulin eine Phosphodiesterase aktiviert, die cAMP abbaut [6]. Aufgrund des sinkenden 
cAMP-Spiegels nimmt auch die Aktivität der HSL ab und die Lipolyse wird gehemmt [6]. 
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Die Steigerung der Lipogenese erfolgt insbesondere durch den Insulin-abhängigen Einbau 
des Glukosetransporters GLUT 4 in die Adipozytenmembran [6]. Somit nehmen die 
Adipozyten verstärkt Glukose auf, die zur Bildung von Glyzerin-3-phosphat benötigt wird, 
welches wiederum einen erforderlichen Ausgangsstoff für die TAG-Synthese darstellt [6]. 
Auch das zur Fettsäure-Synthese notwendige Azetyl-CoA wird ausgehend von Glukose durch 
die Glykolyse und die Pyruvat-Dehydrogenase gebildet [6]. Folglich können vermehrt 
Triazylglyzerine ausgehend von Glyzerin-3-phosphat und freien Fettsäuren zur 
Energiespeicherung gebildet werden [6]. Zusätzlich sind auch die AMP-abhängige Kinase, 
sowie die Proteine Perilipin und CGI-58 an der Regulation der Lipolyse beteiligt [6]. 
Neben den reifen Adipozyten finden sich im Fettgewebe auch verschiedene mesenchymale 
Stamm- und Progenitorzellen, die in der Literatur häufig als „adipose-derived stem cells“ 
(kurz: ADSCs) zusammengefasst werden, sowie Fibroblasten, Makrophagen, Perizyten, Blut- 
und Endothelzellen [7, 8]. 
1.1.2 Vorkommen und Funktionen 
Histologisch und funktionell unterscheidet man das braune vom weißen Fettgewebe [3]. Der 
Begriff „Adipozyt(en)“ (ohne genauere Bezeichnung) bezieht sich in dieser Promotionsarbeit 
stets auf Zellen des weißen Fettgewebes.  
1.1.2.1 Braunes Fettgewebe 
Braunes Fettgewebe kommt insbesondere bei Säuglingen vor und ist beim Erwachsenen 
kaum noch vorhanden [3]. Die enthaltenen, eher kleinen Adipozyten besitzen mehrere 
Fettvakuolen und werden daher auch als plurivakuolär bezeichnet [3]. Außerdem weisen 
diese Zellen eine große Anzahl an Mitochondrien auf, in denen die Atmungskette durch das 
Protein Thermogenin entkoppelt ist [3]. Das ermöglicht eine zitterfreie Thermogenese und 
erklärt den besonders hohen Substratumsatz dieses Gewebes [3]. 
1.1.2.2 Weißes Fettgewebe 
Die univakuolären Adipozyten des weißen Fettgewebes haben beim Menschen 
physiologischerweise einen Durchmesser von 70 bis 90 µm [5]. Bei Personen mit 
Übergewicht werden die hypertrophen Zellen bis zu 130 µm groß [5]. Eine einzelne große 
Fettvakuole nimmt nahezu das gesamte Zellvolumen ein und drängt den Zellkern an den 
Rand [3]. Die Speicherung von Triazylglyzerinen in dieser Vakuole stellt eine Hauptfunktion 
der Adipozyten dar [3]. Funktionell wird dabei zwischen Bau- und Depotfett differenziert [3]. 
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Baufett ist schwer zu mobilisieren und erfüllt mechanische Funktionen als Druckpolster oder 
Wärmeisolator [3]. Dazu zählen unter anderem das Fett der Nierenkapseln, sowie an den 
Fersen und Wangen [3]. Das leichter mobilisierbare Depotfett dient als Energiespeicher und 
findet sich in der Subcutis und im Omentum majus [3]. 
Neben der Speicherung von Triazylglyzerine besitzen die Adipozyten vielfältige weitere 
Funktionen, auf welche im Folgenden näher eingegangen wird: 
Cholesterol wird ebenfalls in den Adipozyten gespeichert und der Steroidmetabolismus 
durch Expression verschiedener Enzyme (z.B. der Aromatase) beeinflusst [9]. 
Auch bei inflammatorischen Prozessen spielt das Fettgewebe eine Rolle [4]. So konnte 
gezeigt werden, dass proliferierende Präadipozyten Gemeinsamkeiten zu Makrophagen 
aufweisen – z.B. sind sie zur Phagozytose von Mikroorganismen befähigt [10]. Außerdem 
beeinflusst das weiße Fettgewebe Entzündungsreaktionen durch Synthese verschiedener 
Zytokine und Wachstumsfaktoren wie TNF-α, Interleukin 6 und TGFβ [9]. 
Zahlreiche weitere Proteine mit auto- bzw. parakriner oder endokriner Wirkung werden 
ebenfalls von den Adipozyten gebildet und sezerniert: Faktoren des Lipid- bzw. Lipoprotein-
Metabolismus wie die Lipoprotein-Lipase, das Cholesterolester-Transferprotein und 
Apolipoprotein E; vasoaktive Faktoren wie Angiotensinogen; Proteine mit Funktionen bei der 
Blutgerinnung wie Plasminogenaktivator-Inhibitor-1 oder der Gewebefaktor; Faktoren der 
Komplementkaskade wie Adipsin (=Komplementfaktor D) und ASP (acylation-stimulating 
protein); sowie viele weitere Adipokine wie FIAF (fasting-induced adipose factor), Resistin, 
Metallothionein, Adiponektin und andere [9]. 
Eines der ersten beschriebenen und bisher am besten erforschten Adipokine ist Leptin, auf 
das in Kapitel 1.3 näher eingegangen wird. Dieses Hormon wirkt u.a. angiogenesefördernd 
und kommt daher als potentieller Zusatz bei autologen Fettgewebstransplantationen 
infrage, um das Transplantatüberleben durch Steigerung der Revaskularisation zu 
verbessern. 
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1.2 ANGIOGENESE 
1.2.1 Formen 
Angiogenese bezeichnet das Entstehen neuer Kapillaren aus bereits vorhandenen 
Gefäßen [11]. Dabei können zwei Formen unterschieden werden: „sprouting“ (dt. sprießend) 
und „intussusceptive angiogenesis“ (auch „splitting“, dt. aufspaltend) [12]. Die Initiierung der 
Angiogenese erfolgt durch die koordinierte Aktivierung ruhender Endothelzellen (quiescent 
ECs = phalanx cells) mit nachfolgender Migration und Proliferation [13, 14]. Bei der 
Sprossung können sog. „tip cells“ (dt. „Zipfelzellen“) an der Spitze der sich neu bildenden 
Kapillarsprosse von den sog. „stalk cells“ (dt. „Stielzellen“) unterschieden werden, welche 
die Sprosse verlängern [14]. Die Intussuszeption hingegen entspricht der Teilung eines 
Blutgefäßes in zwei neue Gefäßlumina durch gegenüberliegende Einstülpungen des 
Endothels, die miteinander verschmelzen [12]. Dadurch können kapilläre Netzwerke 
modifiziert und optimiert werden [12]. 
 
Abbildung 1 - Schematische Darstellung der Angiogeneseformen im Vergleich [15]. Oben: „intussusceptive angiogenesis“ 
(dt. Intussuszeption/aufspaltend). Unten: „sprouting angiogenesis“ (dt. Sprossung/sprießend). Quelle: Prior, B. M. (2004): 
What makes vessels grow with exercise training? In: Journal of Applied Physiology 97 (3), S. 1120, Fig. 1.  
 
Von der Angiogenese abzugrenzen ist die Vaskulogenese, welche insbesondere im Rahmen 
der Embryonalentwicklung stattfindet und bei der Gefäßstrukturen neu aus epithelialen 
Progenitorzellen gebildet werden, die in situ zu Endothelzellen differenzieren [16]. 
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1.2.2 Regulation 
Damit Angiogenese stattfinden kann, müssen ruhende Endothelzellen zunächst aktiviert 
werden [14]. Dabei wird die Umwandlung zu „tip“ und „stalk cells“ u.a. durch 
Rezeptorbindung des im Rahmen von Hypoxien vermehrt exprimierten vascular endothelial 
growth factor (VEGF; dt. Gefäßendothel-Wachstumsfaktor) an den Endothelzellen und 
Aktivierung nachfolgender Signalwege, wie z.B. des Notch-Signalwegs, stimuliert [14, 17]. 
Notch fördert die Proliferation, die Differenzierung und das Überleben der 
Endothelzellen [18].  
Eine weitere endotheliale Zielstruktur stellt das Intermediärfilament Vimentin dar, welches 
durch posttranslationale Modifizierung beeinflusst werden kann und für die Erzeugung der 
Migrationsfähigkeit von Endothelzellen von Bedeutung ist [13]. 
Makrophagen spielen durch Sekretion von Wachstumsfaktoren, Chemokinen und Enzymen 
(welche die extrazelluläre Matrix (EZM) modifizieren), eine Schlüsselrolle in der Regulation 
der Angiogenese [19]. Dabei bestehen Unterschiede in den Funktionen der jeweiligen 
Subtypen: M1-Makrophagen stimuliereren durch Sekretion von VEGF-A und FGF2 (fibroblast 
growth factor 2) die Kapillarsprossung, während M2a-Makrophagen via PDGF-BB (platelet-
derived growth factor BB) die Perizyten-Rekrutierung und folglich die Stabilisierung der neu 
gebildeten Gefäße fördern und M2c-Makrophagen durch MMP-9 (matrix metallo-proteinase 
9) an der Umstrukturierung von Gefäßnetzwerken durch Degradation der EZM beteiligt sind 
[20]. M2b-Makrophagen spielen bei der Angiogeneseregulation nur eine untergeordnete 
Rolle. 
Auch die Perizyten sind essentiell für angiogenetische Vorgänge [11]. Sie stabilisieren die 
Gefäße, regulieren deren Durchmesser und Permeabilität, sowie die Proliferation von 
Endothelzellen [11]. Außerdem nehmen sie Einfluss auf die EZM [21]. Die Kommunikation 
zwischen Perizyten und Endothelzellen, welche sowohl parakrin als auch über direkte 
Interaktionen erfolgt, ist entscheidend für die Ausbildung von Kapillarsprossen [11, 21]. 
Verschiedene Zytokine, die insbesondere von den bereits beschriebenen Makrophagen (z.B. 
im Rahmen von Wundheilungsvorgängen) ausgeschüttet werden, können durch Stimulation 
der Migration und Proliferation von Endothelzellen die Angiogenese fördern [22]. 
Überschießende Entzündungsreaktionen mit hohen Chemokinkonzentrationen wirken sich 
hingegen hemmend auf angiogenetische Prozesse aus [22]. Die intussuszeptive Angiogenese 
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wird neben extraluminalen biochemischen Stimuli auch durch den Blutfluss und den damit 
einhergehenden Scherstress am Endothel hervorgerufen [12]. 
1.3 LEPTIN 
1.3.1 Struktur und Synthese 
Leptin ist ein Polypeptid mit einer Molekülmasse von 16 kD, welches zu den langkettigen 
helikalen Zytokinen gezählt wird [23]. Es besteht aus einer hochkonservierten Sequenz von 
167 Aminosäuren, die durch das ob-Gen auf Chromosom 7 kodiert wird [6, 23]. Entdeckt 
wurde es im Jahr 1994 [24]. 
Leptin wird insbesondere von den Adipozyten und deren Progenitorzellen produziert und in 
die Blutbahn abgegeben [9]. Eine Synthese durch fetales und plazentares Gewebe, sowie 
durch Muskeln, Brustdrüsen, Ovarien, Nieren und den Magen konnte ebenfalls 
nachgewiesen werden [9, 25]. 
Stimuliert wird die Expression des Peptidhormons unter anderem durch inflammatorische 
Zytokine, Glukokortikoide, Insulin und Östrogene [9]. Katecholamine, Fasten und 
Kälteexposition hingegen wirken sich hemmend auf die Leptinproduktion aus [9]. 
1.3.2 Rezeptor und Funktion 
Sämtliche Funktionen des Leptins werden durch membranständige Rezeptoren (Ob-R) auf 
Zellen der Zielgewebe vermittelt, die alle zu den homodimeren Interleukinrezeptoren 
zählen [27]. Die Transduktion im Zellinneren erfolgt über den JAK/STAT-Signalweg oder 
durch Erk 1/2 [6, 26, 27]. 
Leptin besitzt vielfältige physiologische Funktionen, wovon im Folgenden nur die Wichtigsten 
genannt werden sollen: 
Bekannt ist das Hormon Leptin besonders für seine Rolle bei der langfristigen Regulation der 
Nahrungsaufnahme. Es wird vom Fettgewebe während der Lipogenese in großen Mengen 
gebildet und sezerniert [6]. Die Blutspiegel des Proteins korrelieren i.d.R. gut mit der 
Körperfettmasse [27], sodass es einen geeigneten Indikator des Füllungszustands der 
Energiespeicher darstellt. Über die Blutbahn gelangt es in den Hypothalamus (v.a. zum 
Nucleus arcuatus und Nucleus paraventricularis [9]), wo es verschiedene neuronale 
Regelkreise beeinflusst. Unter anderem wird die Freisetzung von Neuropeptid Y gehemmt, 
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wodurch sich der Appetit verringert [6, 27]. Zusätzlich wird die Sekretion von α-MSH 
stimuliert, welches den Energieverbrauch steigert [6]. 
Des Weiteren werden durch Leptin im Hypothalamus die Produktion und Freisetzung von 
TRH (mit nachfolgender Stimulation der Schilddrüse durch TSH) und die Expression von 
Kisspeptin gesteigert [27]. Kisspeptin stimuliert die GnRH-Bildung und aktiviert so die 
gonadotrope Achse [27]. 
Auch die Adipozyten selbst besitzen Leptinrezeptoren [28]. Durch Bindung des Hormons 
wird in diesen Zellen die Insulin-stimulierte Glukoseaufnahme und folglich auch die 
Lipogenese gehemmt, welche Glukose als Ausgangsstoff benötigt [28]. 
Weitere Funktionen des Leptins sind die Regulation von Glukoneogenese und Insulin-
sensibilität in der Leber, sowie die Beeinflussung der Nährstoffresorption im 
Gastrointestinaltrakt [25]. Auch eine Hemmung der Cortisolsynthese in der 
Nebennierenrinde wird vermutet [27]. 
Für diese Dissertation von besonderem Interesse ist die angiogenesefördernde Wirkung des 
Leptins [26, 29], auf welche im folgenden Kapitel (1.4.) näher eingegangen wird. 
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1.4 ZUSAMMENHANG ZWISCHEN LEPTIN, ANGIOGENESE UND ADIPOGENESE                                        
Bei der Bildung von Fettgewebe sind Adipogenese und Angiogenese eng miteinander 
verknüpft [26, 30]. Es wurde festgestellt, dass „die komplexen Abläufe der Zellinteraktion bei 
der Proliferation und Differenzierung von Adipozyten in direkter Weise mit der Angiogenese 
korrelieren“ [4]. Durch den Crosstalk zwischen Adipozyten und Endothelzellen werden 
Veränderungen des Volumens des Fettgewebes und Modifikationen des Gefäßnetzwerkes 
aufeinander abgestimmt [31]. 
Die Adipozyten fördern die Gefäßbildung durch Sekretion von VEGF und Leptin [32]. Hierbei 
hat Leptin eine wichtige Steuerungsfunktion: An Endothelzellen vermittelt es ein 
Überlebens- und Proliferationssignal, welches den Prozess der Angiogenese fördert [26]. Auf 
der endothelialen Plasmamembran finden sich mindestens zwei Formen des 
Leptinrezeptors: Ob-Ra und Ob-Rb, die bei Leptinbindung die Aktivierung von verschiedenen 
Signaltransduktionswegen im Zellinneren vermitteln [26]. Unter anderem wird infolgedessen 
die Mitogen-aktivierte Proteinkinase ERK (extracellular signal-regulated kinase) aktiviert und 
somit eine wichtige Voraussetzung für die Differenzierung der ruhenden Endothelzellen zu 
den angiogenetisch aktiven „tip“ und „stalk cells“ geschaffen (siehe 1.2.1) [33]. Besonders 
interessant ist, dass die Rezeptorbindung von Leptin an Endothelzellen außerdem eine VEGF-
unabhängige Transaktivierung der VEGF-Rezeptoren 1 und 2 bewirkt [18]. Die aktiven 
Rezeptoren stimulieren dann, wie auch bei Bindung von VEGF (siehe 1.2.2), den Notch-
Signalweg und fördern somit die Proliferation und Differenzierung der Endothelzellen [18]. 
Ein weiteres Verknüpfungsglied zwischen Adipo- und Angiogenese sind die Perizyten, welche 
neben den gefäßstabilisierenden und permeabilitätsregulierenden Funktionen an den 
Kapillaren außerdem zu Adipozyten differenzieren können [34]. 
Zusätzlich werden mit dem Blutstrom verschiedene Stamm- und Progenitorzellen sowie 
Zytokin-produzierende Zellen ins Fettgewebe transportiert, welche die Adipogenese auf 
unterschiedliche Art und Weise beeinflussen [34]. 
Es gibt folglich ein komplexes Zusammenspiel verschiedener physiologischer Vorgänge, die 
allesamt wichtig für das optimale Gleichgewicht zwischen Fettmasse und der 
entsprechenden Blutversorgung sind [29]. 
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1.5 AUTOLOGE FETTGEWEBSTRANSPLANTATION 
1.5.1 Historischer Überblick 
Die Anfänge der autologen Fettgewebstransplantation sind gegen Ende des 19. Jahrhunderts 
einzuordnen. Neuber transplantierte 1893 als Erster körpereigenes Fettgewebe [4, 35, 36]. 
Zwei Jahre später rekonstruierte Czerny eine Brust mithilfe eines Lipoms [4, 37]. 1911 
injizierte Bruning Fett in subkutanes Gewebe [36, 38]. Auch Lexer beschäftigte sich mit der 
Thematik sowie mit freien Transplantationen anderer Gewebe [39]. Die Ergebnisse 
entsprachen damals noch nicht den ursprünglichen Erwartungen und die Methode geriet 
zunächst in Vergessenheit. 
Durch die Erfindung der Liposuktion in den 1980er Jahren wurde die Gewinnung von 
Fettgewebe weitaus einfacher durchführbar [36]. Somit wurde das Verfahren seitdem 
zunehmend angewendet und stetig weiterentwickelt.  
1.5.2 Anwendungsgebiete 
In der Rekonstruktiven und Ästhetischen Chirurgie spielen autologe Fettgewebs- 
transplantationen eine zunehmende Rolle. Sowohl bei angeborenen, als auch bei 
erworbenen Gewebedefekten mit Volumenmangel eignet sich Fettgewebe zur 
Rekonstruktion der entsprechenden Körperstellen [4, 40]. Es findet seine Anwendung unter 
anderem bei Brustfehlbildungen, bei Konturdeformitäten nach Tumorexzision bzw. zur 
Formverbesserung nach schon erfolgter Rekonstruktion, z.B. an der weiblichen Brust, bei 
Gewebeatrophie nach therapeutischer Bestrahlung oder bei degenerativen Erkrankungen 
wie z.B. dem Parry-Romberg-Syndrom [41, 42]. 
Auch eine Volumenaugmentation, z.B. der Brust, ist in gewissem Umfang möglich [41, 42]. 
Ohne Vorbehandlung der Brust kann durchschnittlich eine Vergrößerung des Volumens um 
jeweils 134 ml erzielt werden [43]. Eine stärkere Augmentation von durchschnittlich 293 ml 
kann durch präoperative Expansion des Brustgewebes erreicht werden, z.B. mittels einer BH-
ähnlichen Vakuum-Pumpe („Brava“) [44]. 
Aufgrund der regenerativen Wirkung, insbesondere der ADSCs, eignet sich Fettgewebe 
außerdem zur Injektion im Bereich von Narben, da es die Hautqualität verbessert [41, 45]. 
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Im ästhetischen Bereich verwendet man das autologe Gewebe auch zur optischen 
Verjüngung des Gesichts und der Hände, indem Konturen geringfügig korrigiert werden, z.B. 
durch Unterspritzen von Falten [5, 42, 45]. 
1.5.3 Technik der Fettgewebstransplantation 
Die autologe Fettgewebstransplantation ist ein inzwischen weit verbreitetes Verfahren, für 
welches es allerdings noch kein standardisiertes Vorgehen gibt [36, 41, 45-47]. Die DGPRÄC 
verfasste in Kooperation mit der Deutschen Dermatologischen Gesellschaft (DDG), der 
Deutschen Gesellschaft für Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie (DGMKG) und der 
Deutschen Gesellschaft für Gynäkologie und Geburtshilfe (DGGG) eine konsensbasierte 
AWMF-Leitlinie „Autologe Fetttransplantation“ (Klasse S2k; Registernummer 009-017; Stand 
vom 01.11.2015) [48]. In dieser werden Empfehlungen hinsichtlich der Durchführung von 
Eigenfetttransplantationen von der präoperativen Vorbereitung über Techniken bei der 
operativen Prozedur bis hin zur postoperativen Nachsorge ausgesprochen [48]. Außerdem 
werden Indikationen, Kontraindikationen und Dokumentationsanforderungen genannt und 
eine Bewertung der Sicherheit der Methode wurde durchgeführt [48]. 
Das körpereigene Fettgewebe wird zunächst gewonnen, anschließend durch bestimmte 
Verfahren bearbeitet bzw. aufgereinigt und dann an der Empfängerstelle wieder 
injiziert [41, 46, 49]. Als Entnahmestellen dienen meist Bauch oder Oberschenkel, da diese 
Körperregionen i.d.R. ausreichend Fettgewebe beinhalten [41, 45]. Das Fettgewebe kann mit 
einer Spritze manuell aspiriert oder via Liposuktion gewonnen werden [41, 46]. Die 
Absaugung kann trocken oder in Tumeszenzlösung erfolgen [41, 50]. Bei der 
Tumeszenzmethode wird vor der Absaugung eine Lösung, bestehend aus einem in 
physiologischer Kochsalzlösung (0,9% NaCl) verdünnten Lokalanästhetikum, teilweise mit 
Zusatz von Adrenalin und/oder Natriumhydrogencarbonat, in die entsprechenden 
Fettdepots injiziert [51]. Ob sich trockene und nasse Techniken in der Anzahl gewonnener, 
vitaler Adipozyten unterscheiden, wird kontrovers diskutiert, da Studien zu diesem 
Sachverhalt zu unterschiedlichen Ergebnissen führten [50, 52, 53]. 
Anschließend erfolgt in der Regel die Aufbereitung des Gewebes, welche durch Entfernung 
flüssiger und sonstiger Bestandteile, die für die Retransplantation nicht von Vorteil sind (z.B. 
Zelltrümmer, freies Fett etc.), zur Konzentrierung der Adipozyten dient [41]. Dazu wird das 
gewonnene Material, neben möglichen Waschschritten, mechanisch durch Zentrifugation, 
Filtration, Sedimentierung oder Dekantierung in einzelne Fraktionen getrennt [41, 46, 54]. 
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Neben den konzentrierten Adipozyten ist anschließend auch die sog. stromal-vaskuläre 
Fraktion (SVF) abgrenzbar, die neben Endothel-, Blut- und Bindegewebszellen auch die 
wertvollen ADSCs (adipose derived stem cells, siehe 1.1.1) enthält [8]. Diese multipotenten 
Stammzellen weisen regenerative, anti-inflammatorische und immunmodulatorische 
Wirkungen auf und stehen derzeit im Fokus vieler aktueller Studien, insbesondere auch im 
Bereich der regenerativen Medizin [8]. 
Die Injektion der konzentrierten Adipozyten an der Empfängerstelle kann subkutan oder in 
selteneren Fällen auch intramuskulär erfolgen, wobei darauf zu achten ist, dass „möglichst 
kleine Mengen“ von jeweils ca. 150 – 200 mg „in verschiedenen Lagen eingebracht und 
verteilt werden“ [41, 55]. So ist eine große Kontaktfläche zum umgebenden Gewebe 
vorhanden, die zunächst eine effektive Versorgung mit Nährstoffen und Sauerstoff via 
Diffusion zumindest der oberflächlichen (max. 300 µm vom Rand des Transplantats 
entfernten) Adipozyten ermöglicht und außerdem zur Ausbildung einer neuen 
Gefäßversorgung zur Verfügung steht [5, 41, 47, 56]. 
1.5.4 Vorteile 
Autologes Fettgewebe zeichnet sich als natürliche, körpereigene Ressource durch seine 
meist hohe Verfügbarkeit aus [41, 57–59]. Es ist im Rahmen einer minimal-invasiven 
Prozedur einfach und sicher zu gewinnen und kann aufgrund der ausgezeichneten 
Formbarkeit vielseitig eingesetzt werden [4, 38, 41, 54, 57-60]. Die hohe Biokompatibilität 
autologen Gewebes macht die Methode ebenfalls attraktiv, da unter Einhaltung steriler 
Kautelen keine Fremdkörper- oder allergische Reaktionen und ebenfalls keine 
Infektionsübertragungen auftreten [4, 35, 38, 42, 57-60]. Des Weiteren imponieren die 
geringen Kosten der Eigenfetttransplantation, sowie die Tatsache, dass dabei nur kleine 
Narben entstehen [38,42,45,57]. Als positiver Nebeneffekt kann eine Konturverbesserung an 
der Entnahmestelle erreicht werden [41]. 
Aufgrund geringer Komplikationsraten kann die autologe Fettgewebstransplantation als ein 
sicheres Verfahren eingestuft werden [4, 41, 45]. 
Viele Diskussionen wurden insbesondere über eine mögliche Förderung der Entstehung von 
Mammakarzinom-Rezidiven durch Lipofilling nach Entfernung des Primärtumors geführt, da 
das transplantierte Fettgewebe reich an Stammzellen und Wachstumsfaktoren ist. 
Inzwischen konnte aber in einigen Studien gezeigt werden, dass die onkologische Sicherheit 
durch autologe Fettgewebstransplantation nicht beeinträchtigt wird und somit autologe 
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Fettgewebstransplantationen auch bei diesen Patienten, abgesehen von 
Hochrisikopatienten mit erblichem Brustkrebs, als Therapieoption infrage kommen [61]. 
Insgesamt besitzt autologes Fettgewebe somit zahlreiche Eigenschaften, welche von einem 
idealen Weichteilersatz erwartet werden, und es ist das natürlichste Material, das in der 
rekonstruktiven Chirurgie zu diesem Zweck eingesetzt werden kann [59]. 
1.5.5 Schwierigkeiten 
Ein entscheidender Nachteil der autologen Fettgewebstransplantation ist das variable 
Transplantatüberleben aufgrund der teils hohen Degenerations- und Resorptionsrate des 
Gewebes an der Empfängerstelle [4, 35, 38, 40, 49, 60]. Die Menge überlebenden Gewebes 
variiert von ca. 25 bis 80% des ursprünglich transplantierten Volumens [41]. Aufgrund des 
unvorhersehbaren Langzeitüberlebens sind die Ergebnisse schwierig zu prognostizieren 
[4, 38, 42, 47, 49, 54, 59, 62, 63].  Durch eine Überkorrektur kann die zu erwartende 
Resorption etwas ausgeglichen werden, häufig ist aber trotz dessen die wiederholte 
Durchführung von Injektionen für das gewünschte Resultat notwendig [63, 64]. 
Außerdem kann es gelegentlich zum Auftreten von Kalzifikationen, Ölzysten, Fibrosierungen 
oder Nekrosen kommen [5, 35, 58, 65]. Die Ausbildung von Kalzifikationen und Ölzysten 
kann durch die Injektion möglichst kleiner Fettdepots nahezu verhindert werden [41]. 
Sollten dennoch Mikrokalzifikationen auftreten, so können diese in der Mammografie gut 
von solchen unterschieden werden, die z.B. bei Brustkrebs vorkommen [66]. 
1.5.6 Faktoren der Adipozytenvitalität 
Ein entscheidender Faktor für das Transplantatüberleben ist die frühzeitige Revaskularisation 
[4, 35, 45, 62, 63]. Diese ist zur ausreichenden Versorgung des transplantierten Gewebes mit 
Sauerstoff sowie Nährstoffen für die Aufrechterhaltung der Funktionsfähigkeit der Zellen 
unerlässlich. Dong et al. konnten mittels eines Cross-grafting zwischen normalen (C57BL/6) 
und transgenen Mäusen (GFP C57BL/6; exprimieren ein grün fluoreszierendes Protein) 
nachweisen, dass die Revaskularisation hauptsächlich durch Einsprossen von Gefäßen der 
Empfängerstelle erfolgt [62]. Somit hat die Gewebebeschaffenheit an der Empfängerstelle 
einen bedeutenden Einfluss auf das Transplantatüberleben [41]. 
Außerdem zeigten sich bei Injektion kleiner Fettgewebsdepots von ca. 0,2 ml bessere 
Ergebnisse als bei größeren Volumina, was durch die größere Kontaktfläche zwischen 
Transplantat und Empfängergewebe erklärbar ist, wie unter 1.5.3 beschrieben [5, 62]. Eine 
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zu kleine Größe des transplantierten Gewebes kann wiederum mit einer verstärkten 
Resorption einhergehen [5]. 
Auch die zur Fettgewinnung verwendete Kanüle beeinflusst das Zellüberleben, wobei die 
optimale Größe noch herauszufinden ist [8,45].  Es konnte bereits gezeigt werden, dass die 
Verwendung von Liposuktionskanülen mit einem größeren Durchmesser von 5 – 6 mm, 
verglichen mit Durchmessern von 2 – 4 mm, eine höhere Viabilität der Adipozyten zur Folge 
hat [67]. 
In dieser Studie soll eine Verbesserung des Transplantatüberlebens durch Steigerung der 
Angiogenese erreicht werden. 
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2 AUFGABENSTELLUNG 
 
Im Rahmen dieser Studie soll untersucht werden, ob durch Zusatz des 
angiogenesefördernden Hormons Leptin das Überleben von Adipozyten in der Frühphase 
nach autologer Transplantation verbessert werden kann. 
Das Fettgewebe soll am Versuchstier Maus inguinal reseziert und in eine anschließend 
implantierte Rückenhautkammer retransplantiert werden. Die Tiere werden in drei 
Versuchsgruppen eingeteilt: In der Kontrollgruppe wird das Fettgewebe für die Zeitdauer 
zwischen inguinaler Entnahme und Implantation in die Rückenhautkammer in 
physiologischer Kochsalzlösung (0,9 % NaCl) inkubiert, in den beiden Interventionsgruppen 
erfolgt die Inkubation in Leptinlösungen unterschiedlicher Konzentration. 
Das In-vivo-Modell der Rückenhautkammer ermöglicht eine kontinuierliche Beobachtung 
des Transplantats sowie die wiederholte Messung verschiedener Parameter, wie z.B. der 
funktionellen Gefäßdichte, mittels Intravitalmikroskopie über einen Zeitraum von 3 Wochen.  
So kann unter anderem der Prozess der Revaskularisation des Gewebes dank verbesserter 
Gefäßdarstellung durch i.v.-Injektion eines Fluoreszenzfarbstoffs veranschaulicht und 
objektiv bewertet werden. 
Unsere Hypothese lautet, dass durch Leptin die frühzeitige Ausbildung eines 
Gefäßnetzwerkes im autolog transplantierten Fettgewebe gefördert wird und sich als Folge 
der verbesserten Sauerstoff- und Nährstoffversorgung auch der Anteil vitalen Gewebes 
erhöht, also weniger Adipozyten nach der Transplantation zugrunde gehen. Nachgewiesen 
werden soll diese Annahme mittels intravitalmikroskopisch ermittelter Parameter wie 
insbesondere der funktionellen Gefäßdichte. Begleitend werden histologische und 
Immunfluoreszenzfärbungen angefertigt. Zusätzlich soll ein neues, leichteres 
Rückenhautkammermodell erprobt werden. 
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3 MATERIAL UND METHODEN 
 
Sämtliche tierexperimentelle Versuche wurden im Zeitraum von Februar 2014 bis August 
2014 im Medizinisch-Experimentellen Zentrum (MEZ) des Universitätsklinikums Leipzig 
durchgeführt. Das Versuchsvorhaben wurde von der Landesdirektion Sachsen genehmigt 
und unter der Tierversuchsvorhabensnummer TVV 28/13 registriert. Es folgte den 
Vorschriften des Deutschen Tierschutzgesetzes (TierSchG) sowie der 
Tierschutz-Versuchstierverordnung (TierSchVersVO) vom 1. August 2013. Eine 
entsprechende personengebundene Ausnahme-genehmigung nach §16 Abs. 1 Satz 4 
TierSchVersVO lag vor. 
3.1 VERSUCHSTIERE 
Als Versuchstiere dienten weibliche C57BL/6-Mäuse aus einem Inzuchtstamm des MEZ. 
Diese waren zum Zeitpunkt der Operation zwischen 5 und 26 Wochen alt und wogen 19 g bis 
27 g. Die Haltung der Tiere erfolgte in artgerechten Käfigen mit freiem Zugang zu Wasser 
und Futter bei 20 ± 2 °C Umgebungstemperatur, einer Luftfeuchtigkeit von 60 ± 15 % und 
12-stündigem Tag-Nacht-Rhythmus. Nach Anbringen der Rückenhautkammer wurden die 
Mäuse in Einzelkäfigen (unter den genannten Umgebungsbedingungen) gehalten, um 
gegenseitige Manipulationen an den Kammern zu verhindern. 
 
 
Abbildung 2 - Weibliche C57BL/6-Maus mit einer Rückenhautkammer beim Fressen eines Futerpellets. Die Fotografie wurde 
am Tag 3 nach autologer Transplantation von inguinalem Fettgewebe in die Kammer angefertigt. Das Beobachtungsareal ist 
makroskopisch als areaktiv einzuschätzen (keine entzündlichen Zeichen wie Rötung, Schwellung oder Erwärmung). 
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3.2 MODELL DER RÜCKENHAUTKAMMER 
3.2.1 Aufbau einer Rückenhautkammer 
Eine Rückenhautkammer besteht aus zwei zueinander nahezu symmetrischen, 
komplementären Metallplatten, die miteinander verschraubt werden können. Zwischen 
diesen wird eine longitudinale Rückenhautfalte des jeweiligen Versuchstiers eingespannt 
und mit den Platten vernäht. Die Deckplatte verfügt über ein Beobachtungsfenster, im 
Bereich dessen die anliegende Hautschicht entfernt wird. Durch ein Deckglas, welches 
mittels eines Sprengrings befestigt wird, ist somit permanent freie Sicht auf den 
M. panniculus carnosus (Hautmuskel) der kontralateralen Dermis (siehe Abbildung 3) sowie 
auf evtl. eingebrachte Gewebe oder Materialien bzw. verursachte Wunden gegeben. Eine 
ständige Beobachtung, sowie wiederholte intravitalmikroskopische Untersuchungen des 
Kammerinhalts werden ermöglicht [59]. 
 
 
Abbildung 3 - Schematische Darstellung eines Querschnitts durch die Gewebsschichten im Bereich der Rückenhautkammer 
nach A. Goetz [68]. 
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3.2.2 Etablierung eines neuen Kammermodells 
Die bisher in Deutschland für Untersuchungen am Versuchstier Maus am häufigsten 
genutzten Rückenhautkammern entsprachen einem Modell von Lehr et al. [69]. Im Rahmen 
dieser Studie wurde in Kooperation mit dem Biotechnologisch-Biomedizinischen Zentrum in 
Leipzig und dem Ingenieurbüro Hantel in Braunschweig eine kleinere und leichtere Kammer 
entworfen mit dem Ziel, die Versuchstiere weniger zu belasten. Diese neue Leipziger 
Rückenhautkammer aus Titan zeichnet sich durch ein Gewicht von 2,3 g und Ausdehnungen 
von 31,5 mm in der Länge und 23,7 mm in der Höhe aus. Das Modell von Lehr et al. wog 
3,2 g [69] und war somit deutlich schwerer, insbesondere in Relation zum geringen 
Körpergewicht der Tiere von ca. 20 g. Die Größe des Beobachtungsfensters wurde 
beibehalten. Abbildung 4 zeigt die beiden Modelle im Vergleich.  
Über das neue Leipziger Rückenhautkammermodell wurde bereits ein Artikel von Schreiter 
et al. veröffentlicht [70]. 
 
 
Abbildung 4 - Rückenhautkammermodelle für die Maus im Vergleich. A: Bisher verwendete Kammer entsprechend des 
Modells von Lehr et al. B: Neues Leipziger Modell, welches sich durch ein ca. 28 % geringeres Gewicht auszeichnet. 
A
                      
B
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3.3 LEPTIN 
Zur beabsichtigten Angiogeneseförderung wurde humanes Leptin (Q6NT58, R&D Systems, 
Inc., Minneapolis, USA) als Zusatz zum autologen Fettgewebe verwendet. Das Peptidhormon 
besitzt unter den Wirbeltieren eine hochkonservierte Aminosäuresequenz sowie 
Funktion [23]. Humanes und murines Leptin stimmen zu 84 % überein [24]. Somit werden 
murine Leptinrezeptoren auch durch Bindung humanen Leptins aktiviert. Zur Gewährleistung 
der Haltbarkeit wurde es bei -20°C gelagert. 
3.4 VERSUCHSGRUPPEN UND EXPERIMENTELLES PROTOKOLL 
Zur Durchführung der Experimente wurden drei Versuchsgruppen zu je n = 14 Tieren 
gebildet. Das Fettgewebe wurde inguinal reseziert und in eine (im Rahmen der gleichen 
Operation) implantierte Rückenhautkammer autolog transplantiert.  
In der Kontrollgruppe wurde das Fettgewebe für die Dauer der Ex-vivo-Zeit in 
physiologischer Kochsalzlösung (0,9 % NaCl) inkubiert. Die Transplantate der beiden 
Interventionsgruppen wurden zwischen inguinaler Entnahme und Implantation in die 
Rückenhautkammer in Leptinlösungen der Konzentrationen 1 bzw. 3 µg/ml (gelöst in 0.9 % 
NaCl) inkubiert. 
Wie in Abbildung 5 ersichtlich, folgte ein Beobachtungszeitraum von insgesamt 21 Tagen: 
Die Versuchstiere wurden an den Tagen 1, 3, 7, 10, 15 und 21 p.o. gewogen und 
intravitalmikroskopisch untersucht. Für histologische Untersuchungen wurde aus jeder 
Versuchsgruppe jeweils ein Tier am Tag 1 und eines am Tag 15 p.o. nach Durchführung der 
Intravitalmikroskopie geopfert. Am Tag 21 p.o. wurden die Tiere in einer CO2-Kammer 
getötet und pro Gruppe nochmals 2 Tiere histologisch aufgearbeitet. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 5 - Schematische Darstellung des Versuchsprotokolls. Zahlen = Tage p.o. 
OP = Operation der Tiere mit inguinaler Entnahme von Fettgewebe, Inkubation in Leptinlösungen bzw. 0,9% NaCl je nach 
Gruppenzugehörigkeit und autologe Transplantation in eine implantierte Rückenhautkammer. IVM = intravital-
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mikroskopische Untersuchung und Gewichtsbestimmung der Tiere. Histo = Opferung einzelner Versuchstiere zur 
histologischen Aufarbeitung (je Gruppe 1 Tier an den Tagen 1 u. 15 p.o. und 2 Tiere am Tag 21 p.o.) 
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3.5 ABLAUF DER OPERATION 
Die operativen Eingriffe wurden stets unter sterilen Bedingungen durchgeführt. Es wurden 
ausschließlich sterile Einmalartikel verwendet und sämtliche genutzte Instrumente sowie die 
verwendeten Rückenhautkammern wurden vor jeder Benutzung autoklaviert. 
3.5.1 Vorbereitungen 
Die Tiere wurden präoperativ gewogen und bekamen dann gewichtsadaptiert eine 
Narkosemischung, bestehend aus 100,0 mg/kg KM Ketaminhydrochlorid (Ketamin 10%, Bela-
Pharm GmbH & Co. KG, Vechta, Deutschland) und 5,0 mg/kg KM Xylazinhydrochlorid 
(Rompun®, Bayer AG, Leverkusen, Deutschland), intraperitoneal verabreicht. Um die Augen 
der narkotisierten Tiere vor dem Austrocknen zu schützen, wurde Bepanthen® Augen- und 
Nasensalbe (Bayer Vital GmbH, Leverkusen, Deutschland) aufgetragen. Die Mäuse befanden 
sich nach Narkoseapplikation zur Aufrechterhaltung der Körpertemperatur auf einer 
Wärmeplatte (32°C). Es erfolgte zunächst eine Rasur des Fells am Rücken (ca. 2 x 2 cm 
großes Areal) und im rechten Leistenbereich und anschließend eine chemische Depilation 
der beiden Hautareale mit Pilca Enthaarungscreme (DMV Diedrichs Markenvertrieb GmbH & 
Co. KG, Bad Pyrmont, Deutschland).  
3.5.2 Gewinnung von inguinalem Fett und Behandlung mit Leptin 
Die zu operierende Maus wurde auf dem Operationstisch in Rückenlage positioniert. Unter 
dem sterilen OP-Tuch, auf welchem das Tier zu liegen kam, befand sich dabei eine zuvor 
erwärmte Gelmatte (GEL-A-MED® Cushion, GEL-A-MED, Düsseldorf, Deutschland), um 
Liegetraumata und Auskühlung vorzubeugen.  
Der rechte Leistenbereich wurde mit Hautdesinfektionsmittel (kodan® Tinktur forte farblos, 
Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt, Deutschland) desinfiziert. Mit einer Operationsschere 
(Spring Scissors, Fine Science Tools GmbH, Heidelberg, Deutschland) wurde ein 5 mm langer 
Schnitt rechts inguinal gesetzt. Es wurden ca. 3 mg Fettgewebe reseziert und steril gewogen. 
Eine Dichteprüfung wurde durchgeführt, um sicherzustellen, dass Fettgewebe gewonnen 
wurde. Je nach Gruppenzugehörigkeit wurde das Gewebe für die Zeit bis zur 
Retransplantation in physiologischer Kochsalzlösung (0,9% NaCl) oder in Leptin in 
Konzentrationen von 1 bzw. 3 µg/ml (gelöst in 0.9 % NaCl) inkubiert. Der Zeitpunkt der 
Gewebeentnahme wurde dokumentiert, um bei Retransplantation die Ex-vivo-Zeit 
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bestimmen zu können, welche der Inkubationszeit des Leptins entsprach. Dann wurde der 
Schnitt durch eine Einzelknopfnaht mit Vicryl 4-0 (Ethicon, Norderstedt, Deutschland) wieder 
verschlossen. Abschließend wurde ein Sprühpflaster (Hansaplast®, Beiersdorf AG, Hamburg, 
Deutschland) aufgetragen, um die Wunde vor dem Eindringen von Keimen zu schützen. 
3.5.3 Präparation der Rückenhautkammer 
Die Präparation der Rückenhautkammer erfolgte in Bauchlage. Die enthaarte Rückenhaut 
wurde mit Hautantiseptikum desinfiziert. Mit einem sterilen Hautstift wurde über der 
Wirbelsäule eine kraniokaudale Linie gezogen, die zur Orientierung beim mittigen 
Positionieren der Rückenhautkammer diente.  
Die Basisplatte der Kammer wurde durch 6 Einzelknopfnähte mit Vicryl 4-0 (Ethicon, 
Norderstedt, Deutschland) an der Rückenhaut fixiert. Anschließend wurde mithilfe der Platte 
eine longitudinale Rückenhautfalte angehoben. An der Basis dieser Falte wurden Inzisionen 
für die beiden unteren Schraubengesetzt. Auf der Austrittsseite konnten diese mit Klemmen 
versehen werden, sodass die Hautfalte aufgespannt an der Basisplatte fixiert wurde. 
Mittels Diaphanoskopie wurde die kreisförmige Aussparung des Beobachtungsfensters 
dargestellt und mit einem sterilen Hautstift markiert. Die Maus wurde dann in Seitenlage 
gebracht, sodass die bereits angebrachte Platte unten zu liegen kam. Nun wurde das 
gekennzeichnete runde Hautareal unter dem Operationsmikroskop (Stemi 2000-C, Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) mittels einer gekrümmten mikrochirurgischen Schere 
(Spring Scissors, Fine Science Tools GmbH, Heidelberg, Deutschland) exzidiert. Dabei wurde 
eine Schicht, bestehend aus Cutis, Subcutis, Musculus panniculus carnosus und den beiden 
Lagen des Retraktormuskels entfernt. Folglich war dann freie Sicht auf den M. panniculus 
carnosus der zweiten (Basisplatten-seitigen) Hautlage gegeben. Die Faszie dieses Muskels 
wurde ebenfalls reseziert. Um Kompressionen des Gewebes durch die Deckplatte zu 
verhindern, wies das präparierte Areal einen etwas größeren Durchmesser auf, als das 
Beobachtungsfenster der RHK. Der freigelegte Hautmuskel wurde während der weiteren 
Prozeduren mit physiologischer Kochsalzlösung feucht gehalten. 
Den nächsten Schritt stellte das Anbringen der Deckplatte dar. Durch drei Muttern erfolgte 
die Verschraubung der beiden Titanplatten miteinander. Zusätzlich wurden die beiden 
Kammerhälften zusammen mit der von ihnen eingeschlossenen Haut an zwei Stellen mit 
Vicryl 4-0 (Ethicon, Norderstedt Deutschland) vernäht. 
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3.5.4 Implantation des Fettgewebes und Abschluss der Operation 
Das inguinale Fettgewebsexzidat wurde mit einer Pinzette in die Mitte des präparierten 
Areals eingebracht. Anschließend wurde das Deckglas luftblasenfrei aufgelegt und mithilfe 
eines Sprengrings fixiert. Wenn die Tiere während der OP Anzeichen einer unzureichenden 
Narkosetiefe aufwiesen, wurde die halbe Dosis der verwendeten Ketamin-/ 
Xylazinhydrochloridmischung i.p. nachgespritzt. 
 
 
Abbildung 6 - Rückenhautkammer nach Abschluss der Operation. Das enthaltene autologe Fettgewebstransplantat aus der 
Inguinalregion des Tiers ist durch einen Pfeil gekennzeichnet. 
 
3.5.5 Nachsorge 
Nach Operationsende wurden die kammertragenden Mäuse nochmals gewogen. Die Tiere 
befanden sich dann bis zum Erwachen auf einer Wärmeplatte (32°C). Um ihnen die 
postoperative Nahrungsaufnahme zu erleichtern, wurden in Leitungswasser aufgeweichte 
Futterpellets bereitgestellt. Postoperativ erfolgte für drei Tage eine Analgesie durch 2 
Tropfen Metamizol (Novaminsulfon-ratiopharm® 500 mg/ml Tropfen, ratiopharm GmbH, 
Ulm, Deutschland), welche in jeweils 50 ml des Trinkwassers gelöst wurden. Außerdem 
wurden dieser Trinkwassermenge noch 2 ml einer 40-prozentigen Glucoselösung zugesetzt. 
Im folgenden Untersuchungszeitraum wurden die Mäuse in Einzelkäfigen gehalten, um 
gegenseitige Beschädigungen der Kammern zu vermeiden. Das Verhalten der Tiere wurde 
beobachtet und das Gewicht an den Tagen 1, 3, 7, 10, 15 und 21 p.o. bestimmt, um 
eventuelle Beeinträchtigungen durch das Tragen der Rückenhautkammer feststellen zu 
können. 
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3.6 INTRAVITALMIKROSKOPIE (IVM) 
Unter dem Begriff der Intravitalmikroskopie (lat. intra vital = im Leben) werden 
mikroskopische Techniken zusammengefasst, die an lebenden Organismen angewendet 
werden. Grundsätzlich kann dabei zwischen zwei Methoden unterschieden werden, die sich 
zur Untersuchung der Mikrozirkulation eignen: Die Transilluminationstechnik, ein 
Durchlichtverfahren, eignet sich nur bei dünnschichtigen Geweben (max. Schichtdicke 
300 µm [71]), während die Epi-Illuminationsmethode ein breiteres Anwendungsspektrum 
besitzt. Bei letzterer Technik erfolgt die Sichtbarmachung in der Auflichtmikroskopie durch 
fluoreszierende Stoffe. Diese Epifluoreszenztechnik ist geeignet, um mikrozirkulatorische 
Untersuchungen im Rückenhautkammermodell durchzuführen. 
3.6.1 Fluoresceinisothiocyanat-Dextran (FITC-Dextran) 
FITC-Dextran wurde bei der Intravitalmikroskopie als Kontrastmittel eingesetzt, um die 
Gefäße besser vom umliegenden Gewebe abgrenzen zu können. Diese gut wasserlösliche, 
nicht toxische Substanz setzt sich aus dem Fluorochrom Fluoresceinisothiocyanat (FITC) und 
dem Polysaccharid Dextran zusammen, die über eine äußerst stabile Thiocarbamoyl-Bindung 
verknüpft sind [72, 73]. Es bindet in vivo nicht an Proteine oder Zellen und kann von 
körpereigenen Enzymen nicht gespalten werden [73]. Die Ausscheidung des Stoffes erfolgt 
kombiniert hepatisch und renal [74]. Das Exzitationsmaximum des Fluoreszenzfarbstoffs liegt 
bei einer Wellenlänge von ca. 490 nm, das Emissionsmaximum liegt bei ca. 515 nm [72, 74]. 
FITC-Dextran verteilt sich gleichmäßig im Blutplasma, sodass sich dieses in der 
Intravitalmikroskopie deutlich heller darstellt als das umliegende Gewebe oder die Blutzellen 
(diese sind als dunkle Strukturen erkennbar). 
In dieser Studie wurde FITC-Dextran mit einem Molekulargewicht von 150.000 Da verwendet 
(FD150S, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München, Deutschland), da dieses nahezu vollständig 
in den Gefäßen verbleibt [74, 75] und somit bei entsprechender Anregung für einen hohen 
Kontrast zwischen vaskulären Strukturen und deren Umgebung sorgt. Die pulverförmige 
Substanz wurde entsprechend der Herstellerangaben bei 2 - 8°C lichtgeschützt gelagert. 
3.6.2 Aufbau des intravitalmikroskopischen Arbeitsplatzes 
Für die IVM wurde ein Fluoreszenz-Auflichtmikroskop (Axiotech vario 100, Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) in Verbindung mit einer Quecksilber-Kurzbogenlampe 
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(HXP 120 C, Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) und einem für FITC geeigneten 
Filterset (Filterset 10: BP 450-490 – FT 510 – BP 515-565, Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, 
Deutschland) verwendet. Mittels eines motorbetriebenen Kreuztisches konnte der jeweils zu 
untersuchende Bereich des Gewebes in der Rückenhautkammer exakt unter dem Mikroskop 
platziert werden. 
Zur Bild- und Videoaufnahme in schwarz-weiß diente eine AxioCam MRm (Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland). Die Kamera war über einen Adapter an das 
Mikroskop angeschlossen, welcher einen zusätzlichen, regulierbaren Vergrößerungsfaktor 
einbrachte. Diese Vergrößerung konnte manuell auf einen Wert von 0,4x bis 2x eingestellt 
werden. Die Aufnahme und Auswertung der Intravitalmikroskopie wurde mit der 
Mikroskopsoftware ZEN (Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) durchgeführt. 
Zur Aufnahme von Übersichtsfarbbildern diente eine Axiocam 105 color (Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland), welche an das Operationsmikroskop (Stemi 2000-C, 
Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) angeschlossen war.  
 
 
Abbildung 7 - Arbeitsplatz zur intravitalmikroskopischen Untersuchung der Mäuse. Fluoreszenz-Auflichtmikroskop von 
Zeiss, verbunden mit einer AxioCam MRm. Das zu untersuchende, sedierte Tier befindet sich auf einer speziell für die 
Intravitalmikroskopie angefertigten Kunststoffbühne in Seitenlage. Die Rückenhautkammer ist in waagerechter Position 
fixiert.  
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3.6.3  Ablauf der Untersuchung 
Intravitalmikroskopische Untersuchungen der Mäuse erfolgten an den Tagen 1, 3, 7, 10, 15 
und 21 nach der Operation in Sedierung (mit Ketamin-/ Xylazinhydrochloridmischung i.p.). 
Dann wurden 0,1 ml einer 5-prozentigen Lösung von FITC-Dextran (gelöst in 0.9 % NaCl) nach 
Hautdesinfektion in die laterale Schwanzvene injiziert. Die dazu verwendeten Kanülen 
hatten einen Durchmesser von 0,4 mm. Durch Erwärmen des Schwanzes in warmem Wasser 
wurde eine Dilatation der Venen erreicht, welche die Injektion erleichterte.  
Anschließend wurde die zu untersuchende Maus in Seitenlage in die Konkavität einer für die 
IVM angefertigten Kunststoffbühne gelegt und die Kammer mit zwei Metallklammern in 
waagerechter Position fixiert (siehe Abbildung 7). Der Untersuchungsraum wurde während 
der Durchführung der Fluoreszenzmikroskopie verdunkelt.  
Unter Verwendung des für FITC geeigneten Filtersets wurde mit der AxioCam MRm zunächst 
eine Übersichtsaufnahme in 2-facher Vergrößerung gemacht, auf der in der Regel das 
gesamte Fettexzidat zu sehen war. Anschließend wurden mit der gleichen Kamera Bilder und 
Videosequenzen von 7 verschiedenen Beobachtungsarealen, sog. „Regions of Interest“ 
(=ROI), in 20-facher Vergrößerung aufgenommen (siehe Abbildung 8). Davon befanden sich 
drei im mittleren Bereich des transplantierten Fettgewebes (ROI 1 - 3), zwei am Rand 
desselben (ROI 4 u. 5) und zwei außerhalb des Fettgewebes, also im Bereich des 
M. panniculus carnosus (ROI 6 und 7). Außerdem wurde jeweils eine Farbaufnahme mit dem 
Stemi 2000-C und der Axiocam 105 color gemacht, welche das gesamte 
Beobachtungsfenster der Kammer abbildete.  
Die Dauer der intravitalmikroskopischen Untersuchung einer Maus betrug ca. 5 – 10 min. 
Nach der Untersuchung befanden sich die Tiere bis zum Erwachen auf einer Wärmeplatte. 
 
 
 Abbildung 8 - Schematische Darstellung der Anordnung der 7 ROIs bei der 
Intravitalmikroskopie des autolog transplantierten, inguinalen Fettgewebes in der 
Rückenhautkammer. 
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3.6.4 Ermittelte Parameter 
3.6.4.1 Funktionelle Gefäßdichte 
Die funktionelle Gefäßdichte (engl. functional vessel density = FVD) entspricht der 
Gesamtlänge perfundierter Gefäße pro beobachteter Fläche in cm/cm². Der Parameter dient 
der Beurteilung der Gewebedurchblutung. Da sich der i.v.-injizierte Fluoreszenzfarbstoff 
FITC-Dextran ausschließlich im Blutplasma verteilt und die Blutzellen ausspart, ist der 
Blutfluss deutlich erkennbar. Für jede ROI wurde die Länge in µm aller von Blut 
durchströmten Gefäße an einer Videoaufnahme ausgemessen, indem der Gefäßverlauf 
mithilfe des Werzeugs ‚Kurve (Spline)‘ im ZEN-Programm nachgezeichnet wurde. Die 
Einzellängen in µm wurden dann aufsummiert. Diese Summe wurde dann zur Fläche der ROI 
von 0,15 mm² (entsprechend der vom Mikroskop als Einzelbild aufgenommenen Fläche bei 
20-facher Vergrößerung) ins Verhältnis gesetzt und in cm/cm² umgerechnet. 
 
 
Abbildung 9 - Beispielbild zur Messung der funktionellen Gefäßdichte (FVD): Intravitalmikroskopische Aufnahme einer ROI 
im Fettgewebe in 20-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. Der Verlauf ausschließlich der 
perfundierten Gefäße wurde an einer Videosequenz nachgezeichnet. Die ermittelte Gesamtgefäßlänge wurde zur Größe 
des Beobachtungsareals ins Verhältnis gesetzt und ergab die FVD. 
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3.6.4.2 Gefäßdurchmesser 
Für jede ROI wurde der Durchmesser in µm von bis zu zehn perfundierten Gefäßen (je nach 
Vorhandensein) bestimmt. Die Messungen erfolgten an den Videoaufnahmen, da hier die 
Gefäßwände aufgrund des strömenden Blutes besonders gut abzugrenzen waren. Zur 
Randomisierung der auszumessenden Gefäße wurden Diagonalen in die Aufnahme 
eingefügt. Zunächst wurden von oben links nach unten rechts und dann von oben rechts 
nach unten links alle die Diagonalen schneidenden, scharf abgebildeten Gefäße vermessen, 
bis maximal zehn Durchmesser erhoben worden waren. Es wurde dazu (im Bereich der 
Schnittstelle mit der jeweiligen Diagonalen) das Lot mit dem Werkzeug ‚Abstand‘ des ZEN-
Programms von einer Gefäßwand zur gegenüberliegenden gefällt. Für jede ROI wurde dann 
der Durchschnitt (arithmetisches Mittel) aller gemessenen Werte gebildet. 
 
 
Abbildung 10 - Beispielbild zur Messung des Gefäßdurchmessers: Intravitalmikroskopische Aufnahme einer ROI im 
Fettgewebe in 20-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. Das Ausmessen der Gefäßdurchmesser 
erfolgte an einer Videosequenz desselben Areals. Um eine Randomisierung zu erreichen, wurden nur perfundierte Gefäße 
im Bereich von Schnittstellen mit den Diagonalen des Bildes vermessen. 
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3.6.4.3 Größe des Transplantats 
Um Größenveränderungen des gesamten transplanierten Fettgewebes über den 
Versuchszeitraum feststellen zu können, wurde für jeden Untersuchungstag die Fläche des 
transplantierten Fetts in mm² bestimmt. Die Messungen erfolgten bevorzugt an den 
fluoreszenzmikroskopischen Bildern in 2-facher Vergrößerung. Wenn das Fettgewebe 
aufgrund seiner Größe auf diesen Aufnahmen nicht vollständig abgebildet war, wurden die 
Farbaufnahmen in noch geringerer Vergrößerung dafür herangezogen. Mithilfe des 
Werkzeugs ‚Kontur (Spline)‘ des ZEN-Programms wurde das Transplantat umrandet und die 
eingegrenzte Fläche dann automatisch ausgegeben. 
 
 
Abbildung 11 - Beispielbild zur Messung der Größe des Fettgewebsexzidats: Intravitalmikroskopische Aufnahme des 
gesamten Transplantats in 2-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. Das Fettgewebe wurde 
komplett umrandet und die so eingegrenzte Fläche als Größe des Transplantats notiert. 
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3.6.4.4 Zellgröße der Adipozyten 
Die Zellgröße wurde als Fläche in µm² mit dem ‚Kontur (Spline)‘-Werkzeug von ZEN 
ausgemessen. Von jeder ROI (der ROIs 1 bis 5) wurden möglichst zehn scharf abgebildete 
Zellen auf den Bildern ausgemessen. Die Randomisierung der zu beurteilenden Adipozyten 
erfolgte (wie bei der Erhebung der Gefäßdurchmesser) anhand der Diagonalen zuerst von 
links oben nach rechts unten und dann von rechts oben nach links unten: Die von den Linien 
geschnittenen Zellen wurden vermessen. Anschließend wurde der Durchschnittswert 
(arithmetisches Mittel) für jede ROI ermittelt. 
 
 
Abbildung 12 - Beispielbild zur Messung der Zellgröße: Intravitalmikroskopische Aufnahme einer ROI im Fettgewebes in 20-
facher Vergrößerung. Um eine Randomisierung zu erzielen, wurden nur Adipozyten (max. 10) ausgemessen, welche von 
den Diagonalen geschnitten wurden. Diese Zellen wurden umrandet und die so eingeschlossenen Flächen als Zellgröße 
notiert. 
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3.6.4.5  Morphologie der Adipozyten 
Die Form der Adipozyten der ROIs 1 – 5 wurde jeweils mit einem Zahlenwert entsprechend 
des folgenden Scores bewertet: 
5    = ≥ 80% der Adipozyten sind polygonal geformt und besitzen ringsum Kontaktstellen zu 
  den benachbarten Zellen.  
4    = ≥ 60 bis < 80% der Adipozyten besitzen eine polygonale Form. Es gibt in 
  großflächigen Bereichen der Zellmembranen Kontaktstellen zwischen den Zellen. 
3    = ≥ 40 bis < 60% der Zellen sind polygonal geformt, die Restlichen rund und es gibt in 
  vielen Bereichen der Zellmembranen Kontaktstellen zwischen benachbarten Zellen. 
2    = ≥ 20 bis < 40% der Adipozyten besitzen eine polygonale Form, der überwiegende Teil 
  der Zellen ist rund. Es gibt in einigen Bereichen der Zellmembranen Kontaktstellen  
  zwischen den einzelnen Zellen. 
1  = < 20% der Zellen sind polygonal geformt, die meisten sind rund und Kontaktstellen 
   zwischen benachbarten Zellen sind nur noch in wenigen Bereichen der 
Zellmembranen 
   vorhanden. 
Abbildung 13 zeigt für jeden Punktwert eine entsprechende Beispielaufnahme. 
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Abbildung 13 - Beispielbilder zum Zellform-Score: Intravitalmikroskopische Aufnahmen von ROIs im Fettgewebe in 20-
facher Vergrößerung. Es sind schrittweise Unterschiede in der Zellform der Adipozyten und deren Kontaktstellen 
zueinander erkennbar. Scorewert der Aufnahme A ≙ 5 Punkte, B ≙ 4 Punkte, C ≙ 3 Punkte, D ≙ 2 Punkte und E ≙ 1 Punkt. 
A B 
E 
C D 
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3.7 HISTOLOGIE  
3.7.1 Probengewinnung und -verarbeitung 
Die Proben für die histologischen und immunhistochemischen Untersuchungen wurden an 
den Tagen 1, 15 und 21 p.o. gewonnen. Dabei dienen die Präparate vom Tag 1 der 
Darstellung der Ausgangssituation nach Transplantation und der Beurteilung, ob das 
autologe Fettgewebstransplantat durch die Ischämiezeit zwischen inguinaler Entnahme und 
Retransplantation in die RHK schon morphologisch sichtbaren Schaden genommen hat. Die 
histologischen Präparate von den Tagen 15 und 21 p.o. sollen die IVM bestmöglich ergänzen, 
da sich die intravitale Mikroskopierbarkeit zu diesen späteren Zeitpunkten schon in den 
Probeexperimenten aufgrund verschwommener Sichtverhältnisse als schwierig erwies. 
Außerdem kann die IVM somit bei mehr Tieren über einen längeren Zeitraum erfolgen, als 
bei Opferung zu einem früheren Zeitpunkt. 
Es wurde aus jeder Versuchsgruppe jeweils ein Tier nach der intravitalmikroskopischen 
Untersuchung am Tag 1 und eines am Tag 15 geopfert. Am letzten Untersuchungstag 
(Tag 21 p.o.) wurden jeweils Proben von 2 Mäusen pro Gruppe gewonnen. Nach Tötung der 
Tiere in der CO2-Kammer wurde ein schmaler Streifen der Rückenhautfalte, der das 
transplantierte Fettgewebe enthielt, mithilfe einer Schere entnommen. Das Gewebe befand 
sich dann für 48h in einer 1-prozentigen Formalinlösung und wurde anschließend in PBS 
(phosphate buffered saline, dt. phosphatgepufferte Salzlösung; 0,02M, pH 7,4) gegeben, 
worin es bis zur weiteren Verarbeitung aufbewahrt werden konnte. Im nächsten Schritt 
erfolgte die Entwässerung und Einbettung der Präparate in Paraffin. Mit einem Mikrotom 
wurden dann Gewebeschnitte von 10 µm Dicke für die anschließenden Färbungen 
angefertigt. 
3.7.2 Methode der H.E.-Färbung 
Die Hämatoxylin-Eosin-Färbung ist eine häufig verwendete Methode für 
Übersichtsfärbungen. Der basische, vom Hämatoxylin abgeleitete Farbstoff Hämalaun färbt 
alle basophilen Strukturen, also u.a. die Zellkerne und Ribosomen, blau-violett an [76].  Der 
saure Farbstoff Eosin dient der Darstellung aller azidophilen Bestandteile, wie Zytoplasma 
oder Bindegewebe, in Rottönen [76]. Im Ergebnis erhält man übersichtliche Präparate, in 
denen die einzelnen Strukturen gut voneinander abgrenzbar sind.  
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3.7.3 Ablauf der H.E.-Färbung 
Die Präparate wurden zunächst mit Xylol entparaffiniert und in einer absteigenden Ethanol-
Verdünnungsreihe rehydratisiert. Es folgte die Färbung in Hämalaun mit anschließendem 
Bläuen. Dann wurden die Präparate mit Eosin gegengefärbt und in destilliertem Wasser 
gespült. Nach Dehydratisierung in aufsteigender Ethanol-Verdünnungsreihe und Xylol, 
konnten die Präparate eingedeckt werden. 
Das exakte Protokoll der durchgeführten H.E.-Färbung findet sich im Anhang (8.1.1., S. 101). 
3.7.4 Digitalisierung und Bewertung 
Es wurden mit einem Keyence BZ-9000 Mikroskop (Biorevo, KEYENCE Deutschland GmbH, 
Neu-Ilsenburg, Deutschland) sowohl Aufnahmen in 2- und 4-facher Vergrößerung gemacht, 
auf welchen ein großer Teil des ehemals in der Rückenhautkammer eingeschlossenen 
Gewebes zu sehen ist, als auch solche in 10- und 20-facher Vergrößerung zur detaillierteren 
Darstellung des transplantierten Fettgewebes mit dem es umgebenden Rückenhautgewebe. 
Die histologischen Präparate dienen zum einen dem Abgleich mit den in der 
Intravitalmikroskopie festgestellten Entwicklungen bzw. deren Ergänzung (siehe 3.7.1) sowie 
auch der Darstellung der Reaktion des Empfängergewebes auf das Transplantat auf 
zellulärer Ebene. Beurteilt wurde die Vaskularisation des Transplantats, das Vorhandensein 
von Kernatypien der Adipozyten sowie deren Zellform und Größenvariabilität, das 
Vorkommen von Ölzysten, Schaumzellen oder Synzytien, ggf. eine Ödembildung und die 
Qualität eines evtl. vorhandenen Entzündungszellinfiltrats. 
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3.8 IMMUNFLUORESZENZ 
3.8.1 Methode der indirekten Immunfluoreszenz  
Immunfluoreszenzfärbungen ermöglichen die Markierung spezifischer Antigene mit 
entsprechenden Antikörpern und Sichtbarmachung dieser mittels Fluoreszenz. Aufgrund der 
dabei genutzten Antigen-Antikörper-Bindungen handelt es sich um eine sehr spezifische 
Färbemethode. Bei der indirekten Methode, welche in dieser Studie Anwendung fand, 
kommen zwei Antikörper zum Einsatz. Der primäre Antikörper ist gegen das darzustellende 
Antigen des Präparats gerichtet, während der sekundäre, Fluorochrom-gekoppelte 
Antikörper, an den ersten bindet [76]. Die Visualisierung erfolgt durch Anregung des 
Fluorochroms mit Licht bestimmter Wellenlänge, welche eine Fluoreszenz zur Folge hat. 
Histologische Schnitte, die auf diese Weise gefärbt werden, können anschließend mithilfe 
eines Fluoreszenzmikroskops angeschaut und digitalisiert werden. Dies sollte zeitnah 
erfolgen, da die Fluoreszenz im Verlauf zunehmend verblasst. 
3.8.2 Markierte Antigene 
Es wurden 3 verschiedene Antigene dargestellt: CD31, Ki67 und Perilipin. 
CD31, auch als PECAM-1 (platelet endothelial cell adhesion molecule) bezeichnet, ist ein 
Glykoprotein, das sich in der Zellmembran von Endothelzellen, insbesondere im Bereich der 
Zell-Zell-Kontakte, findet. Somit können durch Markierung dieses Antigens Blutgefäße gut 
dargestellt werden. Auf Leukozyten und Thrombozyten ist CD31 ebenfalls zu finden, 
allerdings in geringeren Konzentrationen [77]. 
Ki67 dient als Proliferationsmarker, da das Protein nur im Zellkern von sich teilenden Zellen 
nachzuweisen ist [77]. 
Perilipin findet sich ausschließlich in vitalen Adipozyten am Rand der Fettvakuolen. Das 
Protein zählt zu den Phosphohydrolasen und ist an der Regulation der Lipolyse beteiligt. 
Mittels seiner Markierung kann zwischen vitalen und nekrotischen Adipozyten differenziert 
werden [78, 79]. 
3.8.3 Ablauf der Immunfluoreszenzfärbung 
Zu Beginn wurden die Präparate erhitzt, in Xylol entparaffiniert und in einer absteigenden 
Ethanol-Verdünnungsreihe rehydratisiert. Anschließend erfolgte die Antigendemaskierung 
durch Inkubation in geeigneten Puffern (je nach darzustellendem Antigen) unter Erhitzung. 
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Nach Trocknen der Präparate wurde der jeweilige Primärantikörper aufgetragen und die 
Objektträger über Nacht in feuchten Kammern aufbewahrt. Am nächsten Tag folgte die 
Inkubation mit den jeweiligen Sekundärantikörpern. Anschließend wurde mit DAPI (4',6-
Diamidino-2-Phenylindole) gegengefärbt, welches Zellkerne bzw. die DNA in blauer 
Fluoreszenz darstellt. Zum Abschluss wurden die Präparate eingedeckt. 
Das exakte Protokoll der durchgeführten Immunfluoreszenzfärbung findet sich im 
Anhang (8.1.2., S. 101). 
3.8.4 Digitalisierung und Bewertung 
Die Digitalisierung erfolgte analog zu den H.E.-gefärbten Präparaten (siehe 3.7.4) 
Die Immunfluoreszenzfärbungen eignen sich entsprechend der markierten Antigene zur 
Verifizierung von Gefäßstrukturen (CD31) und zur Feststellung der Vitalität und 
Proliferationsaktivität der transplantierten Adipozyten (Perilipin bzw. Ki67). 
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4 ERGEBNISSE 
4.1 ÄQUIVALENZ DER VERSUCHSGRUPPEN & GRUNDLEGENDE PARAMETER 
 
 
Kontrollgruppe
(n=14) 
Leptin 1 µg/ml 
(n=14) 
Leptin 3 µg/ml 
(n=14) 
Gewicht der Tiere vor 
der OP in g 
Mittelwert 21,2 22,6 22,2 
SEM 1,2 1,8 1,6 
Alter der Tiere am 
OP-Tag in Wochen 
Mittelwert 11,8 18,3 16,9 
SEM 4,9 3,3 5,9 
Gewicht des transpl. 
FG in mg 
Mittelwert 3,4 3,2 2,8 
SEM 1,2 ,9 ,7 
Dauer der Ex-vivo-
Zeit des FG in min 
Mittelwert 21,7 23,9 20,2 
SEM 9,3 5,6 3,3 
Dauer der OP in min Mittelwert 28,1 30,3 26,3 
SEM 10,5 7,1 3,4 
 
Tabelle 1 - Vergleich der Versuchsgruppen im Hinblick auf wichtige methodische Parameter als arithmetische Mittelwerte 
mit Standardabweichung des Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). FG = Fettgewebe 
 
 
Wie in Tabelle 1 ersichtlich, kann eine Vergleichbarkeit der einzelnen Versuchsgruppen als 
gegeben angenommen werden, da sich diese hinsichtlich wichtiger Parameter der 
Experimente nur unwesentlich unterscheiden. 
Im Hinblick auf das durchschnittliche Alter der Mäuse besteht etwas Variabilität, da mehr 
Wert auf das Gewicht der Tiere gelegt wurde. Eine gewisse Größe und Hautdicke war 
Voraussetzung für eine erfolgreiche und vergleichbare Kammerimplantation. 
Im Gesamtdurchschnitt (arithmetisches Mittel) wogen die Mäuse vor der OP 22 g und waren 
15 Wochen alt. Es wurde ein inguinales Fettgewebsexzidat von durchschnittlich 3,1 mg 
autolog transplantiert, welches zuvor für 22 min je nach Versuchsgruppe in einer isotonen 
Kochsalzlösung bzw. einer Leptinlösung inkubiert wurde. Die Dauer der OP betrug 
gesamtdurchschnittlich 28 min. 
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4.2 GEWICHTSENTWICKLUNG UND VERHALTEN DER VERSUCHSTIERE 
 
Diagramm 1 - Durchschnittliches Gewicht (arithmetisches Mittel) der Mäuse der einzelnen Versuchsgruppen in g (inkl. 
Rückenhautkammern). Verlauf der Werte über den Untersuchungszeitraum. 
 
 
Diagramm 1 zeigt die Gewichtsentwicklung (Gewicht jeweils inkl. RHK) der Mäuse der 
einzelnen Versuchsgruppen (dargestellt als arithmetisches Mittel, Fehlerbalken entspr. 
einem 95% Konfidenzintervall) im Verlauf über den Untersuchungszeitraum. 
Die Versuchstiere verloren bis zum 1. bzw. 3. postoperativen Tag im Durchschnitt zunächst 
11% ihrer ursprünglichen Körpermasse an Gewicht, entsprechend 2-3 g. Zu den darauf-
folgenden Untersuchungszeitpunkten wurde dann wieder eine Gewichtszunahme 
festgestellt bis das ungefähre Ausgangsgewicht am Tag 7 bzw. 10 p.o. wieder erreicht war. 
Am letzten Untersuchungstag (Tag 21 p.o.) lag das Gewicht der Tiere im Durchschnitt 5% 
über dem Ausgangswert (Maus mit Kammer nach der OP), wobei die stärkste 
Gewichtszunahme (um 7,3% in Bezug auf Tag 1 p.o.) in der Kontrollgruppe zu verzeichnen 
war. 
Gewichtsverläufe dieser Art fanden sich bei allen Mäusen, ohne signifikante Unterschiede 
zw. den verschiedenen Versuchsgruppen. Diese Gewichtsschwankungen sind durch die mit 
einem operativen Eingriff einhergehende Stresssituation erklärbar und somit als normal 
anzusehen. 
Die Tiere tolerierten die Rückenhautkammern gut und es wurden keine Verhaltens-
auffälligkeiten festgestellt.  
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4.3 INTRAVITALMIKROSKOPIE 
4.3.1 Aufnahmen einzelner Versuchstiere im Verlauf der Untersuchungen 
Die erhobenen Veränderungen werden im Folgenden exemplarisch für jede Versuchsgruppe 
am Modell je eines Tieres beschrieben. 
4.3.1.1 Kontrollgruppe 
4.3.1.1.1 Aufnahmen einer ROI in 20-facher Vergrößerung 
 
Abbildung 14 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen einer ROI des transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Kontrollgruppe in 20-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
Die Aufnahmen der Tage 1 und 3 p.o. zeigen polygonale Adipozyten annähernd gleicher 
Größe im Zellverbund (durchschnittl. Fläche = 3597,1 µm²; unter Annahme eines 
kreisförmigen Anschnitts der Adipozyten entspricht das einem Durchmesser von 67,7 µm). 
Interzellulare Kontaktstellen sind in großen Bereichen der Zellmembranen vorhanden. Die 
Zellmorphologie kann zu diesen ersten beiden Untersuchungszeitpunkten mit einem 
Scorewert von 5 eingeschätzt werden. Am Tag 7 p.o. weisen die Adipozyten schon eine 
deutlich abgerundete Zellform auf und besitzen weniger Zell-Zell-Kontakte untereinander, 
entsprechend eines Werts von 3 im Zellformscore. Blutgefäße sind bis zum 7. postoperativen 
Tag noch nicht zu erkennen. Die Adipozyten besitzen am Tag 10 p.o. eine ähnliche 
Morphologie wie zum vorhergehenden Untersuchungszeitpunkt (Scorewert = 3). Im 
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Gegensatz zum Tag 7 p.o. sind allerdings deutlich abgrenzbare Gefäßstrukturen vorhanden. 
Auf der Aufnahme vom Tag 15 p.o. kann man die Adipozytenumrisse nur noch erahnen, eine 
schärfere Mikroskopeinstellung war nicht zu erzielen. Ein dichtes Kapillarnetz ist zu diesem 
Zeitpunkt im gesamten ROI-Bereich deutlich erkennbar. Am Tag 21 p.o. zeigt sich in der 
Intravitalmikroskopie ein verschwommenes Bild und einzelne Strukturen sind nicht mehr 
voneinander abgrenzbar. 
 
4.3.1.1.2 Aufnahmen des gesamten Transplantats in 2-facher Vergrößerung 
 
 
Abbildung 15 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen des gesamten transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Kontrollgruppe in 2-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
Die Aufnahmen vom Tag 1 und 3 p.o. zeigen das autolog transplantierte Fettgewebe, durch 
welches der darunter befindliche, gut vaskularisierte Rückenhautmuskel (M. panniculus 
carnosus) der Maus hindurchscheint. Im Fettgewebe selbst sind noch keine Gefäßstrukturen 
erkennbar. Am Tag 7 p.o. konnte bei diesem Tier keine erfolgreiche FITC-Injektion erzielt 
werden und somit kann das Vorhandensein durchbluteter Gefäße nicht sicher beurteilt 
werden. Eine hingegen deutlich sichtbare Vaskularisierung des Fettgewebes (mit eher 
großen Blutgefäßen) zeigt die Aufnahme vom 10. postoperativen Tag. Am 15. Tag p.o. ist das 
Transplantat weniger gut von der Umgebung abzugrenzen und einzelne Adipozyten sind 
nicht mehr erkennbar, aber es zeigt sich ein sehr dichtes Kapillarkonvolut. Die Aufnahme 
vom Tag 21 p.o. ist wegen mangelnder Gefäßdarstellung aufgrund nicht erfolgreicher 
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Applikation von FITC-Dextran nicht sicher beurteilbar. Das Fettgewebe ist zu diesem 
Zeitpunkt nicht mehr abgrenzbar. 
4.3.1.2 Leptin 1 µg/ml 
4.3.1.2.1 Aufnahmen einer ROI in 20-facher Vergrößerung 
 
Abbildung 16 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen einer ROI des transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin in 20-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
Am Tag 1 und 3 p.o. zeigen die Adipozyten eine teils polygonale und teils etwas abgerundete 
Form, unterscheiden sich in ihrer Zellgröße und haben mäßig viele Zell-Zell-Kontakte.  
Die Aufnahme vom 7. postoperativen Tag zeigt großteils abgerundete Adipozyten 
unterschiedlicher Größe (Fläche von 851,1 µm² bis 8847,1 µm²; entspr. Durchmessern von 
32,9 µm bis 106,1 µm), die nur noch wenige Kontaktstellen untereinander aufweisen. 
Blutgefäße sind im Fettgewebe bis zu diesem Zeitpunkt noch nicht erkennbar. Am Tag 
10 p.o. haben alle Adipozyten eine runde Form und liegen eher vereinzelt vor. Einzelne 
Gefäßstrukturen sind zu diesem Zeitpunkt bereits erkennbar. Auf der Aufnahme vom 
15. Tag nach der OP sind die (teils sehr großen) Adipozyten nicht mehr scharf voneinander 
abgrenzbar. Zwischen den Zellen finden sich Kapillargefäße. Am letzten Untersuchungstag 
(Tag 21 p.o.) sind keine Adipozyten mehr scharf darstellbar. Es zeigt sich in der 
Intravitalmikroskopie lediglich ein dichtes Konvolut aus Blutgefäßen. 
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4.3.1.2.2 Aufnahmen des gesamten Transplantats in 2-facher Vergrößerung 
 
Abbildung 17 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen des gesamten transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin in 2-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
An den Tagen 1 und 3 p.o. zeigt sich das noch nicht revaskularisierte Fettgewebe annähernd 
transparent und die Gefäße des Rückenhautmuskels scheinen hindurch. Auf der Aufnahme 
vom 7. postoperativen Tag sieht das Transplantat dunkler aus und ist nicht mehr so 
duchscheinend. Von oben und von links sieht man schon die ersten Blutgefäße einsprossen. 
Am Tag 10 nach der OP konnte das FITC-Dextran bei diesem Tier nicht erfolgreich injiziert 
werden, dennoch sind einige Gefäße im Fettgewebe erkennbar. Die Aufnahme vom Tag 15 
p.o. zeigt ein inzwischen etwas geschrumpftes Transplantat, welches unscharf von der 
Umgebung anzugrenzen ist. Die Blutgefäße sind aufgrund einer ungenügenden FITC-
Injektion schlecht erkennbar. Am 21. postoperativen Tag war keine scharfe 
intravitalmikroskopische Aufnahme mehr zu erzielen. 
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4.3.1.3 Leptin 3 µg/ml 
4.3.1.3.1 Aufnahmen einer ROI in 20-facher Vergrößerung 
 
Abbildung 18 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen einer ROI des transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin in 20-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
Am 1. postoperativen Tag zeigt sich ein Zellverbund aus polygonalen Adipozyten, die 
großflächig Kontaktstellen untereinander aufweisen. Die Morphologie ist mit einem 
Scorewert von 5 zu bewerten. Gefäßstrukturen sind noch nicht erkennbar. Die Adipozyten 
imponieren am Tag 3 p.o. eher abgerundet und etwas kleiner (mittlere Fläche ≙ 1337,2 µm²; 
demnach Durchmesser ca. 41,3 µm). Gefäßstrukturen sind auf den Aufnahmen der ersten 
beiden Untersuchungszeitpunkte noch nicht erkennbar. Am Tag 7 p.o. sind die inzwischen 
abgerundeten Adipozyten noch gut sichtbar und erste Kapillarstrukturen sind deutlich 
vorhanden. Die Aufnahme vom 10. postoperativen Tag zeigt auf der gesamten Fläche ein 
dichtes Gefäßnetz, während die Umrisse der Adipozyten nur noch im oberen Bildbereich 
erkennbar sind. An den letzten beiden Untersuchungstagen (Tag 15 u. 21 p.o.) ist lediglich 
ein Kapillarnetz darstellbar – Adipozyten sind nicht mehr erkennbar. 
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4.3.1.3.2 Aufnahmen des gesamten Transplantats in 2-facher Vergrößerung 
 
Abbildung 19 - Intravitalmikroskopische Aufnahmen des gesamten transplantierten Fettgewebes einer Maus aus der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin in 2-facher Vergrößerung unter Gefäßdarstellung mittels FITC-Dextran. 
 
 
Am Tag 1 p.o. scheinen die Blutgefäße des gut vaskularisierten Rückenhautmuskels durch 
das ihm aufliegende Fettgewebstransplantat hindurch, welches selbst noch keine neue 
Gefäßversorgung besitzt. Schon am 3. Tag nach der OP sind die ersten in das Fettgewebe 
einsprossenden Kapillaren erkennbar (auf der Aufnahme von unten bzw. rechts). Am 
7. Tag p.o. weist inzwischen die Hälfte des Transplantats eine gute Vaskularisierung auf, die 
übrigen Anteile wirken eher dunkel und sind nicht mehr so transparent wie zuvor. Die 
Aufnahme vom 10. postoperativen Tag zeigt das inzwischen nahezu überall von einem 
dichten Kapillarnetz durchzogene Fettgewebe, welches sich deutlich vom Rückenhautmuskel 
abhebt. Am Tag 15 p.o. ist das Transplantat nicht mehr gut abgrenzbar. Es ist ein 
Gefäßkonvolut in unscharfer Umgebung dargestellt. Eine scharfe Aufnahme war am 
21. Tag p.o. nicht zu erzielen. 
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4.3.2 Ermittelte Parameter 
Bei allen Messwerten ist zu beachten, dass die zugrunde liegenden Fallzahlen über den 
Untersuchungszeitraum hinweg in allen drei Versuchsgruppen abnahmen (siehe Tabelle 2). 
Dies liegt darin begründet, dass bereits vor Ende des Untersuchungszeitraums Tiere aus 
jeder Gruppe für die histologischen Untersuchungen geopfert wurden, einzelne Mäuse 
vorzeitig verstorben sind und vereinzelt Präparationen im Verlauf unbrauchbar wurden, z.B. 
durch ein Ausreißen der Rückenhautfalte aus der Kammer. Zusätzlich zur Verringerung der 
Anzahl untersuchter Tiere nahm die Beurteilbarkeit des Gewebes in den Kammern im 
Verlauf ab (siehe 4.3.1), sodass an den noch vorhandenen Tieren außerdem weniger 
Messwerte erhoben werden konnten, was insbesondere an den Untersuchungstagen 15 und 
21 p.o. zu teils sehr geringen Wertezahlen mit wenig Aussagekraft geführt hat. 
Aufgrund der geringen Fallzahlen und Fehlen von signifikanten Unterschieden zwischen den 
Versuchsgruppen beschränkt sich die statistische Auswertung der gemessenen Parameter 
auf deskriptive Darstellungen, was in einer statistischen Beratung befürwortet wurde. Es 
wurde das Statistikprogramm IBM® SPSS® Statistics 24 genutzt. 
 
 Fallzahlen 
Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
OP-Tag n 14 14 14 
% 100 100 100 
Tag 1 n 13 13 12 
% 92,9 92,9 85,7 
Tag 3 n 11 12 10 
% 78,6 85,7 71,4 
Tag 7 n 10 12 10 
% 71,4 85,7 71,4 
Tag 10 n 10 12 9 
% 71,4 85,7 64,3 
Tag 15 n 10 10 9 
% 71,4 71,4 64,3 
Tag 21 n 6 8 6 
% 42,9 57,1 42,9 
 
Tabelle 2 - Auflistung der Fallzahlen in den einzelnen Versuchsgruppen zu den Untersuchungszeitpunkten. Die Anzahl 
bezieht sich auf jeweils untersuchte Tiere unabhängig von der Auswertbarkeit einzelner Parameter. Aus der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe standen am Tag 21 noch die meisten Tiere für die intravitalmikroskopische Untersuchung zur Verfügung (57,1 % vs. 
42,9 % in den beiden anderen Versuchsgruppen). 
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4.3.2.1 Funktionelle Gefäßdichte 
4.3.2.1.1 Gefäßdichte mittig im Fettgewebe 
4.3.2.1.1.1 Versuchsgruppen im Vergleich 
 
Diagramm 2 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² mittig im Fettgewebe. Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) 
der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 2 stellt die durchschnittlichen Werte (arithmetisches Mittel) der funktionellen 
Gefäßdichte (engl. functional vessel density = FVD) in cm/cm² der drei Versuchsgruppen in 
der Mitte des Fettgewebes (ROIs 1 – 3) im Verlauf über den Untersuchungszeitraum 
vergleichend dar. An den Tagen 1 und 3 p.o. waren in keiner Gruppe durchblutete Gefäße im 
transplantierten Gewebe nachweisbar. Es zeigte sich am 7. postoperativen Tag die Tendenz, 
dass mit steigender Leptinkonzentration auch die mittlere FVD zunahm. An diesem Tag 
betrug die durchschnittliche Gefäßdichte in der Kontrollgruppe 3,3 cm/cm², in der 1 µg/ml 
Leptin-Gruppe 9,9 cm/cm² und in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe 37,7 cm/cm². Im Vergleich zur 
Kontrolle war die mittlere FVD in der Gruppe mit dem höher konzentrierten Leptin am Tag 
7 p.o. also um den Faktor 11,4 größer. Am Tag 10 lagen die Durchschnittswerte aller 
Versuchsgruppen nah beieinander (49,8 cm/cm² in der Kontrolle vs. 58,6 cm/cm² bei 
1 µg/ml Leptin vs. 51,0 cm/cm² bei 3 µg/ml Leptin). Im weiteren Verlauf zeigten sich wieder 
unterschiedliche durchschnittliche Gefäßdichten, wobei der höchste Wert am Tag 15 in der 
Kontrollgruppe mit 154,5 cm/cm² erreicht wurde - im Vergleich zu 123,3 cm/cm² in der 
1 µg/ml Leptin-Gruppe und 124,1 cm/cm² bei Zusatz von 3 µg/ml Leptin. Am Tag 21 p.o. war 
 48 Ergebnisse 
der mittlere FVD-Wert in der Gruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin mit 223,5 cm/cm² fast 
doppelt so hoch wie in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe mit 120,1 cm/cm². Die durchschnittliche 
funktionelle Gefäßdichte in der Kontrollgruppe lag mit 170,6 cm/cm² dazwischen.  
Signifikante Unterschiede der durchschnittlichen FVD zwischen den Versuchsgruppen 
konnten zu keinem der sechs Untersuchungszeitpunkte festgestellt werden, sodass lediglich 
von einem Trend gesprochen werden kann. 
 
4.3.2.1.1.2 Einzelne Versuchstiere innerhalb der jeweiligen Versuchsgruppen im Vergleich 
 
Diagramm 3 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² mittig im Fettgewebe. Werte der einzelnen Versuchstiere der 
Kontrollgruppe im Verlauf. 
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Diagramm 4 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² mittig im Fettgewebe. Werte der einzelnen Versuchstiere der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 1µg/ml Leptin im Verlauf. 
 
Diagramm 5 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² mittig im Fettgewebe. Werte der einzelnen Versuchstiere der 
Versuchsgruppe mit Zusatz von 3µg/ml Leptin im Verlauf. 
 
 
Die Diagramme 3, 4 und 5 zeigen die funktionellen Gefäßdichten in cm/cm² mittig im 
transplantierten Fettgewebe der einzelnen Mäuse der jeweiligen Versuchsgruppen im 
Verlauf. Insgesamt zeigt sich, dass die Werte innerhalb der Kontrollgruppe nah beieinander 
lagen, während sich die der Versuchstiere aus den Leptin-Gruppen jeweils viel stärker 
voneinander unterschieden. Die Tiere haben demnach recht unterschiedlich auf das Leptin-
getränkte Fettgewebe reagiert. 
Bis zum 3. postoperativen Tag konnten in keiner der Versuchsgruppen perfundierte Gefäße 
nachgewiesen werden. Am Tag 7 p.o. waren in der Kontrollgruppe nur bei einer Maus 
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bereits durchblutete Gefäße im Fettgewebe nachweisbar, in den beiden 
Interventionsgruppen jeweils schon bei 4 Tieren. Die höchste gemessene Gefäßdichte war 
mit 143,0 cm/cm² an diesem Tag in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe zu verzeichnen, während in 
der Kontrollgruppe max. 33,0 cm/cm² und in der 1 µg/ml Leptin-Gruppe max. 46,5 cm/cm² 
erreicht wurden. Am 10. postoperativen Tag betrug die höchste FVD 205,3 cm/cm² - 
gemessen bei einer Maus aus der Versuchsgruppe mit dem geringer konzentrierten Leptin 
(vlg. Maximalwert Kontrolle: 145,3 cm/cm²; Maximalwert 3 µg/ml Leptin: 148,0 cm/cm²). Die 
erreichten Maximalwerte der funktionellen Gefäßdichte betrugen am 15. Tag p.o. in 
abnehmender Reihenfolge 244 cm/cm² (1 µg/ml Leptin) vs. 221,5 cm/cm² (Kontrolle) vs. 
200,5 cm/cm² (3 µg/ml Leptin). In allen drei Versuchsgruppen gab es einzelne Tiere, bei 
denen bis zum Tag 15 in der IVM noch keine Gefäßbildung zu verzeichnen war – bei einer 
Maus aus der Gruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin sogar bis zum Tag 21 (allerdings waren 
nach histologischer Aufarbeitung dieser Maus in den H-E.-Präparaten durchaus 
Gefäßstrukturen im Fettgewebe erkennbar). Am letzten Untersuchungstag (Tag 21 p.o.) war 
die FVD nur noch bei sehr wenigen Mäusen beurteilbar. Die maximal erzielte Gefäßdichte an 
diesem Tag betrug 344,0 cm/cm² und wurde in der Gruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin 
gemessen. 
Zu den letzten beiden Untersuchungszeitpunkten (Tag 15 u. 21 p.o.) war bei einigen Tieren 
unklar, ob sich die beobachteten Gefäße tatsächlich im Fettgewebe befanden oder in einer 
evtl. darüber befindlichen Schicht aus Granulationsgewebe, die ggf. auch für die schlechte 
intravitale Mikroskopierbarkeit (teils sehr verschwommene Sichtverhältnisse) verantwortlich 
gewesen sein könnte. Bei den histologisch aufgearbeiteten Tieren konnte eine solche i.d.R. 
gut vaskularisierte Gewebsschicht oberhalb des Fettgewebes nachgewiesen werden (siehe 
4.4.2 und 4.4.3.). 
 
 51 Ergebnisse 
4.3.2.1.2 Gefäßdichte am Rand des Fettgewebes 
 
Diagramm 6 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² am Rand des Fettgewebes. Durchschnittswerte (arithmetisches 
Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 6 stellt die durchschnittlichen Werte der funktionellen Gefäßdichte in cm/cm² am 
Rand des Fettgewebes (ROI 4 u. 5) der drei Versuchsgruppen im Verlauf über den 
Untersuchungszeitraum dar. Zu beachten ist im Vergleich zu den ermittelten FVD-Werten in 
der Mitte des Fettgewebes (siehe 4.3.2.1.1), dass bei den Aufnahmen am Rand des 
Transplantats nur ca. 50 % der Bildfläche von Fettgewebe eingenommen wurden (siehe 
Abbildung 8). 
An den Tagen 1 und 3 p.o. waren in keiner Gruppe durchblutete Gefäße im transplantierten 
Gewebe nachweisbar. Wie bereits in der Mitte des transplantierten Gewebes beobachtet, 
zeigte sich auch im Randbereich am 7. postoperativen Tag die Tendenz, dass mit steigender 
Leptinkonzentration die durchschnittliche FVD zunahm. Die Unterschiede zw. den 
durchschnittlich erzielten Gefäßdichten an diesem Tag (3 µg/ml Leptin: 20,7 cm/cm² vs. 
1 µg/ml Leptin: 13,1 cm/cm² vs. Kontrolle: 7,5 cm/cm²) waren aber nicht so groß wie in der 
Mitte des Transplantats (siehe 4.3.2.1.1.1). Am Tag 10 p.o. wurde die höchste mittlere FVD 
mit 56,0 cm/cm² in der Kontrollgruppe erzielt (vgl. 1 µg/ml Leptin: 39,1 cm/cm²; 
3 µg/ml Leptin: 29,4 cm/cm²). Auch am 15. postoperativen Tag war die Gefäßdichte am 
Transplantatrand in der Kontrolle am größten: Sie betrug 132,2 cm/cm² im Vergleich zu 
114,9 cm/cm² in der Gruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin und 93,3 cm/cm² in der 
1 µg/ml Leptin-Gruppe. Am Tag 21 p.o. war in der Kontrollgruppe bei keinem der Tiere mehr 
eine Erhebung der FVD am Rand des Fettgewebes möglich. Zu diesem letzten 
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Untersuchungszeitpunkt war die durchschnittliche Gefäßdichte in der 1 µg/ml Leptin-Gruppe 
von 175,7 cm/cm² deutlich größer als in der Gruppe unter Zusatz des höher konzentrierten 
Leptins mit 97,0 cm/cm². Ähnliche Verhältnisse zeigten sich auch schon in der Mitte des 
Fettgewebes (siehe 4.3.2.1.1.1). 
Signifikante Unterschiede der funktionellen Gefäßdichten am Transplantatrand zwischen 
den Versuchsgruppen konnten zu keinem der sechs Untersuchungszeitpunkte festgestellt 
werden. 
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4.3.2.1.3 Gefäßdichte in der Umgebung des Fettgewebes 
 
Diagramm 7 - Funktionelle Gefäßdichte (FVD) in cm/cm² in der Umgebung des Fettgewebes. Durchschnittswerte 
(arithmetisches Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
  
 
Diagramm 7 zeigt die durchschnittlichen Werte der FVD in cm/cm² der drei Versuchsgruppen 
in der Umgebung des Fettgewebes (ROI 6 u. 7), also im Bereich des M. panniculus carnosus, 
im Verlauf. Innerhalb der jeweiligen Gruppen wurden zu den verschiedenen 
Untersuchungszeitpunkten sehr unterschiedliche mittlere Gefäßdichten erzielt, ohne dass 
insgesamt ein Anstieg oder Abfall der Werte im Verlauf eruiert werden konnte. Es konnten 
mangels auswertbarer Videoaufnahmen (insbesondere von den Untersuchungstagen 15 und 
21 p.o., an denen bei der Intravitalmikroskopie häufig nur verschwommene Aufnahmen 
erzielt werden konnten) auch nur wenige Werte gemessen werden, sodass keine Aussage 
über Unterschiede zwischen den einzelnen Versuchsgruppen bezüglich dieses Parameters 
getroffen werden kann. Die schlechte Qualität der Videoaufnahmen kann durch die Bildung 
von Granulationsgewebe zwischen dem Deckgläschen und dem darunter befindlichen 
Gewebe erklärt werden, welches bei der Auflichtmikroskopie nicht durchdrungen werden 
konnte und somit zu einer Behinderung der Mikroskopierbarkeit führte. 
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4.3.2.2 Gefäßdurchmesser 
4.3.2.2.1 Gefäßdurchmesser mittig im Fettgewebe 
 
Diagramm 8 – Gefäßdurchmesser in µm mittig im Fettgewebe. Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) der 
Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 8 stellt den mittleren Gefäßdurchmesser in µm in der Mitte des Fettgewebes (ROI 
1 – 3) der drei Versuchsgruppen über den Untersuchungszeitraum vergleichend dar.  
Für die Tage 1 und 3 p.o. existieren hierzu keine Werte, da noch keine perfundierten Gefäße 
im Fettgewebe nachgewiesen werden konnten. Am 7. postoperativen Tag war der 
durchschnittliche Gefäßdurchmesser in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe mit 11,4 µm nur etwa 
halb so groß wie in den beiden anderen Gruppen (Kontrolle: 23,9 µm; 1 µg/ml Leptin: 
22,8 µm). Im weiteren Verlauf der Untersuchungen (an den Tagen 10, 15 und 21 p.o.) 
zeigten sich in allen drei Versuchsgruppen ähnliche Durchschnittswerte der 
Gefäßdurchmesser in einem Größenbereich von 8 – 13 µm. 
Kapillaren haben einen Durchmesser von ca. 4 – 15 µm [80]. Liegen die ermittelten 
Durchschnittswerte des Gefäßdurchmessers in diesem Wertebereich, so kann man folglich 
von einem überwiegenden Vorhandensein von Kapillargefäßen ausgehen. Höhere Werte 
(wie in der Kontroll- und 1 µg/ml Leptin-Gruppe am Tag 7 p.o.) sprechen dafür, dass auch 
Arteriolen bzw. Venolen im Fettgewebe vorhanden waren. 
Signifikante Unterschiede zwischen den Werten der einzelnen Gruppen konnten nicht 
erhoben werden. 
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4.3.2.2.2 Gefäßdurchmesser am Rand des Fettgewebes 
 
Diagramm 9 - Gefäßdurchmesser in µm am Rand des Fettgewebes. Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) der 
Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 9 zeigt den Verlauf der arithmetischen Mittelwerte des Gefäßdurchmessers in µm 
am Rand des Fettgewebes (ROI 4 u. 5) der drei Versuchsgruppen über den 
Untersuchungszeitraum.  
Es konnten für die Tage 1 und 3 p.o. keine Werte ermittelt werden, da noch keine 
perfundierten Gefäße am Rand des Fettgewebes vorhanden waren. Zu allen folgenden 
Untersuchungszeitpunkten zeigten sich in allen 3 Versuchsgruppen ähnliche mittlere 
Gefäßdurchmesser mit Werten zwischen 7,6 µm (Kontrollgruppe am Tag 7 p.o.) und 14,4 µm 
(1 µg/ml Leptin-Gruppe am Tag 10 p.o.), was für ein überwiegendes Vorhandensein von 
Kapillaren (Lumendurchmesser 4 – 15 µm [80]) spricht. 
Signifikante Unterschiede zwischen den mittleren Gefäßdurchmessern der einzelnen 
Gruppen konnten nicht aufgezeigt werden. 
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4.3.2.2.3 Gefäßdurchmesser in der Umgebung des Fettgewebes 
 
Diagramm 10 - Gefäßdurchmesser in µm in der Umgebung des Fettgewebes. Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) 
der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 10 stellt die durchschnittlichen Werte des Gefäßdurchmessers in µm in der 
Umgebung des Fettgewebes (ROI 6 u. 7) der drei Versuchsgruppen (also im Bereich des 
M. panniculus carnosus) im Verlauf vergleichend dar. Leider konnten innerhalb der 
jeweiligen Gruppen zu einigen Untersuchungszeitpunkten nur Werte einzelner Tiere 
erhoben werden (auf diese wird im Folgenden nicht weiter eingegangen) - teilweise auch gar 
keine.  
In der Kontrollgruppe zeigten die arithmetischen Mittelwerte des Gefäßdurchmessers vom 
Tag 3 p.o. mit 18,6 µm über 23,2 µm am Tag 7 bis zum Tag 10 mit 26,1 µm eine leicht 
steigende Tendenz. Die Mittelwerte in der Gruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin blieben im 
Verlauf der Untersuchungen etwas konstanter (26,8 µm am Tag 1 p.o., 24,3 µm am Tag 3 
p.o. und 26,8 µm am Tag 7 p.o.). Am 3. und 7. postoperativen Tag, an denen ein Vergleich 
der beiden genannten Gruppen möglich ist, liegen die Durchschnittswerte des 
Gefäßdurchmessers aus der Leptin-Gruppe oberhalb derer aus der Kontrollgruppe. Der 
Wertebereich der erhobenen mittleren Durchmesser spricht für ein gemischtes Vorkommen 
von Arteriolen, Kapillaren und Venolen. 
Es konnten keine signifikanten Unterschiede zwischen den Werten der einzelnen Gruppen 
ermittelt werden. 
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4.3.2.3 Größe des Transplantats 
 
Diagramm 11 - Fläche des transplantierten Fettgewebes in mm². Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) der 
Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 11 zeigt den Verlauf der Durchschnittswerte der Größe des Fettgewebes als 
Fläche in mm² der drei Versuchsgruppen über den Untersuchungszeitraum. Auffällig ist, dass 
das transplantierte Fettgewebe insbesondere in den ersten 10 Tagen in der Kontrollgruppe 
im Durchschnitt um einiges größer war als in den Interventionsgruppen (z.B. am Tag 3 p.o. 
12,35 mm² in der Kontrollgruppe vs. 6,43 bzw. 5,93 mm² in den 1 bzw. 3 µg/ml Leptin-
Gruppen). Zu beachten ist dabei, dass es sich um eine Messung der Fläche und nicht des 
Volumens handelt. Da sich die Durchschnittswerte des Gewichts des transplantierten 
Fettgewebes, wie unter 4.1 ersichtlich, nur unwesentlich voneinander unterschieden haben, 
ist der in diesem Diagramm dargestellte Unterschied am ehesten auf eine flachere Form des 
Fettgewebes in der Kontrollgruppe zurückzuführen.  
Zu den Tagen 1, 15 und 21 p.o. gab es aufgrund mangelnder Aufnahmen keine Werte der 
Gruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin, weswegen im Folgenden nur auf die beiden übrigen 
Versuchsgruppen näher eingegangen wird. Sowohl in der Kontrolle als auch in der Gruppe 
mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin zeigte sich - nach einer anfänglich annähernden Konstanz der 
mittleren Fläche des Fettgewebes - in der zweiten Hälfte des Beobachtungszeitraums eine 
deutliche Abnahme der Durchschnittswerte. Um die Größenveränderungen des Fettgewebes 
der jeweiligen Gruppen besser vergleichen können, wurde zusätzlich eine prozentuale 
Darstellung der Transplantatfläche gewählt: 
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Diagramm 12 - Fläche des transplantierten Fettgewebes relativ zum Wert von Tag 1 (= 1,0). Durchschnittswerte 
(arithmetisches Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 12 stellt die Mittelwerte der Größe des Fettgewebes relativ in Bezug auf die 
Fläche am Tag 1 p.o. (Fläche am Tag 1 = 1,0) der drei Versuchsgruppen im Verlauf dar. 
Aufgrund fehlender Werte für den Tag 1 p.o. in der 1 µg/ml Leptin Gruppe, sind in dieser 
Darstellung nur die beiden anderen Versuchsgruppen aufgeführt. 
In der Kontrollgruppe zeigte sich anfänglich eine geringfügige Zunahme der durchschnittl. 
Fläche des Fettgewebes um 3 % bis zum Tag 3 p.o., gefolgt von einer kontinuierlichen 
Abnahme der Werte: Am Tag 7 p.o. besaß das transplantierte Gewebe im Durchschnitt 
wieder die Ausgangsgröße, verlor dann bis zum Tag 10 im Mittel 4 % an Fläche und am 15. 
postoperativen Tag betrug die durchschnittliche Fettgewebsfläche nur noch 71 % des 
Ausgangswerts.  
Die anfängliche Größenzunahme des Transplantats betrug in der Leptingruppe bis zum 
Tag 3 p.o. durchschnittlich 6 %. Im Anschluss blieb die mittlere Fläche bis zum Tag 7 zunächst 
konstant (bei 106 % des Ausgangswerts) und nahm nachfolgend - wie auch in der Kontrolle - 
kontinuierlich ab. Dabei betrug der Durchschnittswert am Tag 10 p.o. wieder annähernd der 
Ausgangsgröße des Fettgewebes. Am 15. Tag nach der OP besaßen die Transplantate der 
Leptingruppe im Mittel noch 83 % der Fläche vom Tag 1 (also 12 % mehr als das 
transplantierte Fettgewebe in der Kontrollgruppe zu diesem Zeitpunkt) und bis zum Tag 21 
war ein durchschnittlicher Größenverlust von 45% feststellbar. 
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4.3.2.4 Zellgröße der Adipozyten 
4.3.2.4.1 Zellgröße mittig im Fettgewebe 
 
Diagramm 13 - Größe der Adipozyten mittig im Fettgewebe als Fläche in µm². Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) 
der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 13 zeigt die durchschnittliche Größe der Adipozyten der Versuchsgruppen, 
gemessen als Fläche in µm², mittig im Fettgewebe (ROI 1 – 3) im Verlauf des 
Untersuchungszeitraums.  
Am Tag 1 p.o. waren die Adipozyten in den Interventionsgruppen - insbesondere in der 
1 µg/ml Leptin-Gruppe mit einer mittleren Fläche von 3892,4 µm² (entspr. ca. einem 
Durchmesser von 70,4 µm) - im Durchschnitt deutlich größer (um den Faktor 1,7 in der 
genannten Interventionsgruppe) als in der Kontrollgruppe mit 2276,0 µm² (entspricht bei 
Annahme eines kreisförmigen Anschnitts einem Durchmesser von 53,8 µm). Die Größe der 
Adipozyten in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe lag mit einem arithmetischen Mittelwert von 
3085,1 µm² (entspr. einem Durchmesser von 62,7 µm) in etwa mittig dazwischen. Innerhalb 
der ersten Woche nach der OP nahm die Zellgröße in allen drei Versuchsgruppen ab, wobei 
die durchschnittlichen Werte in den Leptin-Gruppen weiterhin höher waren als in der 
Kontrollgruppe. Bis zum 7. postoperativen Tag hatten die Adipozyten der Kontrollgruppe im 
Mittel 20,5 % an Fläche verloren, in der 1 µg/ml Leptin-Gruppe 15,1 % und in der 
3 µg/ml Leptin-Gruppe 15,5 %. Bis zur nächsten Untersuchung am Tag 10 p.o. verloren die 
Adipozyten der Leptin-Gruppen im Mittel weiter an Größe, während die Zellfläche in der 
Kontrollgruppe bereits wieder anstieg. Somit lagen die Mittelwerte der Fläche der 
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Adipozyten der drei Versuchsgruppen zu diesem Zeitpunkt nah beieinander (Kontrolle: 
2074,95 µm² → d = 51,4 µm; 1 µg/ml Leptin: 2407,1 µm² → d = 55,4 µm; 3 µg/ml Leptin: 
2108,33 µm² → d = 51,8 µm). Anschließend erfolgte in allen Versuchsgruppen wieder eine 
Größenzunahme der Adipozyten. 
 
4.3.2.4.2 Zellgröße am Rand des Fettgewebes 
 
Diagramm 14 - Größe der Adipozyten am Rand des Fettgewebes als Fläche in µm². Durchschnittswerte (arithmetisches 
Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 14 stellt den Verlauf der mittleren Adipozytengröße als Fläche in µm² am Rand 
des Fettgewebes der drei Versuchsgruppen dar. Auffällig ist, dass sich die durchschnittl. 
Zellflächen der einzelnen Versuchsgruppen insb. zu Beginn der Untersuchungen am Rand 
des Fettgewebes viel weniger voneinander unterschieden als mittig im Fettgewebe (siehe 
Diagramm 13). Am Tag 1 p.o. lagen die Werte mit 2623,4 µm² in der Kontrolle (d = 57,8 µm) 
und 2724,5 µm² bzw. 2912,1 µm² in den 1 bzw. 3 µg/ml Leptin-Gruppen (d = 58,9 µm bzw. 
60,9 µm) besonders nah beieinander. Anschließend nahm die mittlere Zellgröße in der 
Kontrollgruppe kontinuierlich ab, sodass die durchschnittl. Fläche am Tag 10 p.o. nur noch 
53,3 % des Ausgangswerts vom Tag 1 betrug. In der 1 µg/ml Leptin-Gruppe nahm der 
Mittelwert der Zellfläche bis zum 7. postop. Tag um 25,1 % ab und stieg anschließend wieder 
an. In der ersten Woche p.o. blieb die mittl. Zellgröße in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe relativ 
konstant und nahm dann bis zum Tag 15 p.o. auf 67 % des Ausgangswerts vom Tag 1 ab. 
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4.3.2.5 Morphologie der Adipozyten 
4.3.2.5.1 Morphologie mittig im Fettgewebe 
 
Diagramm 15 - Form der Adipozyten mittig im Fettgewebe, bewertet nach Score von 1 bis 5 (siehe 2.4.4.4.2). 
Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 15 zeigt die arithmetischen Mittelwerte des Zellform-Scores (Bewertung mit 1 bis 
5 Punkten, siehe 3.6.4.5) mittig im Fettgewebe der drei Versuchsgruppen im Verlauf. Zu 
Beginn der Untersuchungen wurde in der 1 µg/ml Leptin-Gruppe mit 3,5 Punkten am 
Tag 1 p.o. der höchste Durchschnittswert erzielt. In der Kontrollgruppe wurde die Zellform zu 
diesem Zeitpunkt im Mittel mit 3,1 Punkten bewertet, in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe mit 2,96 
Punkten. Bis zum Tag 7 p.o. nahm der durchschnittlich erzielte Score-Wert in allen drei 
Versuchsgruppen ab: In der Kontrollgruppe und in der Gruppe mit Zusatz von 1 µg/ml Leptin 
erfolgte jeweils eine Abnahme um ca. 1,1 Score-Punkte. Der Mittelwert in der 3 µg/ml 
Leptin-Gruppe nahm bis zu diesem Zeitpunkt nur um 0,6 Score-Punkte ab. Im Anschluss stieg 
der durchschnittlich erzielte Score-Wert in der Kontrollgruppe wieder etwas an und blieb in 
der 1 µg/ml Leptin-Gruppe annähernd konstant. In der Gruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin 
sank der mittlere Wert im Zellform-Score bis zum Tag 10 p.o. nochmals um 0,35 Punkte, 
nahm dann aber wieder zu. Am Tag 15 p.o. wurde in allen drei Versuchsgruppen ein nahezu 
gleicher mittlerer Score-Wert erzielt:  2,25 Punkte in der Kontrollgruppe und 2,38 bzw. 2,33 
Punkte in der 1 bzw. 3 µg/ml Leptin-Gruppe. Am Tag 21 konnten nur noch Werte jeweils 
eines Tieres der beiden Interventionsgruppen ermittelt werden. 
 62 Ergebnisse 
4.3.2.5.2 Morphologie am Rand des Fettgewebes 
 
Diagramm 16 - Form der Adipozyten am Rand des Fettgewebes, bewertet nach Score von 1 bis 5 (siehe 2.4.4.4.2). 
Durchschnittswerte (arithmetisches Mittel) der Versuchsgruppen im Verlauf. 
 
 
Diagramm 16 stellt die durchschnittlich erzielten Werte im Zellform-Score am Rand des 
Fettgewebes der drei Versuchsgruppen über den Untersuchungszeitraum dar. Im Vergleich 
zur Mitte des Fettgewebes (siehe Diagramm 15) wurde die Zellform am Tag 1 p.o. am Rand 
des Transplantats insbesondere in den Leptin-Gruppen mit einer etwas geringeren Punktzahl 
bewertet: Der mittlere Score-Wert betrug zu diesem Zeitpunkt in der Kontrolle 3,0 Punkte 
(vgl. 3,1 Punkte mittig im FG), in der 1 µg/ml Leptin-Gruppe ebenfalls 3,0 Punkte (vgl. 3,5 
Punkte mittig im FG) und in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe 2,67 Punkte (vgl. 2,96 Punkte). Im 
Verlauf nahm der mittlere Score-Wert in der Kontrollgruppe bis zum Tag 10 p.o. 
kontinuierlich um insg. 1,1 Punkte ab (auf 1,9 Punkte), wobei am Tag 15 im Durchschnitt 
wieder 2,5 Punkte erzielt werden konnten. In den beiden Leptin-Gruppen fielen die 
Schwankungen des Durchschnittswerts im Zellform-Score am Rand des Fettgewebes 
schwächer aus als mittig im Transplantat. Besonders geringfügig fiel die Abnahme der 
erzielten mittleren Score-Werte in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe aus – bis zum Tag 15 p.o. war 
nur ein Verlust von 0,42 Punkten auf durchschnittl. 2,25 Punkte zu verzeichnen. Mit 
zunehmender Konzentration an Leptin konnten die Adipozyten demnach ihre 
physiologische, polygonale Zellform jeweils etwas besser erhalten. 
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4.4 HISTOLOGIE 
4.4.1 Transplantiertes Fettgewebe in der RHK am Tag 1 p.o. 
Die folgenden 6 Abbildungen zeigen histologische Schnitte des in die Rückenhautkammer 
transplantierten Fettgewebes einzelner Mäuse aus allen drei Versuchsgruppen am Tag 1 
nach der Operation in H.E. Färbung jeweils in 4-und 20-Fächer Vergrößerung. 
In den verschiedenen Gruppen zeigen sich dabei sehr ähnliche Verhältnisse: Das Fettgewebe 
liegt dem Empfängergewebe eher lose auf. Die Adipozyten sehen morphologisch zu einem 
Großteil vital aus (kein Anhalt für Karyorrhexis oder -pyknose, polygonale Zellform, 
Vorhandensein vieler interzellulärer Kontaktstellen) und ähneln denen des subkutanen 
Fettgewebes der Hautschicht aus der Kammer. Blutgefäße sind im Fettgewebe nicht sicher 
zu erkennen. 
Bei der pathologischen Befundung wurde das Transplantat am Tag 1 p.o. als „areaktives, 
offenbar vitales, reifes Fettgewebe“ klassifiziert. 
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4.4.1.1 Kontrollgruppe 
 
Abbildung 20 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) liegt der dünnen Rückenhautschicht innen lose auf. Auf 
der Außenseite (im unteren Bereich der Aufnahme) sind einige Haarwurzeln längs angeschnitten. 
 
 
 
 
Abbildung 21 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Die Adipozyten bilden einen zusammenhängenden Zellverbund. 
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4.4.1.2 1 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 22 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) liegt der Rückenhautschicht innen lose auf. 
An der Außenseite finden sich viele quer angeschnittene Haarwurzeln (dunkle, runde Anschnitte im unteren Bereich). 
 
 
 
 
Abbildung 23 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Die Adipozyten bilden einen zusammenhängenden Zellverbund.  
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4.4.1.3 3 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 24 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) liegt der Rückenhautschicht innen lose auf. 
Der U-förmige Verlauf der Rückenhautschicht ist einer Fixierung im gekrümmten Zustand zuzuschreiben. 
 
 
 
Abbildung 25 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 1 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Im zusammenhängenden Zellverbund der Adipozyten findet sich 
mutmaßlich ein thrombosiertes, ursprünglich das Fettgewebe versorgendes Gefäß (Pfeil). 
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4.4.2 Transplantiertes Fettgewebe in der RHK am Tag 15 p.o. 
Auf den nächsten 6 Bildern sind histologische Schnitte des transplantierten Fettgewebes 
einzelner Mäuse der drei Versuchsgruppen am Tag 15 p.o. in HE-Färbung in 4- und 20-facher 
Vergrößerung abgebildet.  
Das Transplantat und die Hautschicht der Kammer sind miteinander verwachsen, wobei das 
Fettgewebe in eine Art Granulationsgewebe eingebettet wurde, welches sich neu gebildet 
hat. Das umliegende Gewebe weist eine unterschiedlich starke ödematöse Schwellung auf, 
die in der Kontrollgruppe am stärksten ausgebildet ist. Morphologische Veränderungen (im 
Vergleich zum Tag 1 p.o.) der Adipozyten sind erkennbar: Die Zellen sind eher abgerundet 
und liegen nicht mehr als kontinuierlicher Zellverbund vor, sondern es finden sich an einigen 
Stellen auch vereinzelte Zellen. Gefäßanschnitte sind in allen drei Präparaten im 
transplantierten Fettgewebe vorhanden. Das Granulationsgewebe oberhalb des 
Transplantats ist besonders gefäßreich. Es finden sich Entzündungszellinfiltrate, besonders 
bei den Tieren der Leptin-Gruppen. 
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4.4.2.1 Kontrollgruppe 
 
Abbildung 26 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist vollständig in teils neu gebildetes Gewebe der 
Empfängerstelle eingebettet. Anschnitte größerer Gefäße im Fettgewebe sind erkennbar. 
 
 
 
 
Abbildung 27 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Anschnitte großer Gefäße (Pfeile) sind deutlich erkennbar. Kleinere Gefäße 
sind schwierig zu identifizieren, am ehesten als Ausläufer der größeren Gefäße. 
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4.4.2.2 1 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 28 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist von Gewebe der Empfängerstelle 
eingeschlossen. Der Gewebeverbund der Adipozyten ist an manchen Stellen deutlich aufgelockert. 
 
 
 
 
Abbildung 29 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Kleine Gefäße sind an manchen Stellen erkennbar (Pfeil). 
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4.4.2.3 3 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 30 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist vollständig von Gewebe der 
Empfängerstelle umgeben und wird von diesem straßenartig durchzogen. Der Zellverbund der Adipozyten ist aufgelockert. 
 
 
 
Abbildung 31 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 15 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Zwei große Gefäße sind am Rand des Transplantats erkennbar 
(durchgezogene Pfeile). In der Mitte findet sich ein Anschnitt am ehesten einer Brustdrüse der Maus (gestrichelter Pfeil). 
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4.4.3 Transplantiertes Fettgewebe in der RHK am Tag 21 p.o. 
Die folgenden 6 Abbildungen zeigen histologische Schnitte des in die Rückenhautkammer 
transplantierten Fettgewebes einzelner Mäuse aus allen drei Versuchsgruppen am Tag 21 
nach der Operation in H.E. Färbung jeweils in 4- und 20-facher Vergrößerung. 
Es zeigen sich ähnliche Verhältnisse, wie am Tag 15 p.o.: Die Adipozyten sind eher 
abgerundet und bilden teilweise keinen kontinuierlichen Zellverbund mehr. Das Gewebe ist 
insbesondere in der Kontrollgruppe ödematös geschwollen. Kleine Blutgefäße im 
Fettgewebe sind vorhanden, aber teilweise nicht gut abgrenzbar. Entzündungszellinfiltrate 
finden sich vor allem in den Interventionsgruppen. 
Die pathologische Befundung des abgebildeten Präparats aus der Versuchsgruppe mit Zusatz 
von 3 µg/ml Leptin lautet wie folgt: „Teilweise insulär, teilweise straßenartig angeordnetes 
Fettgewebe ohne Vitalitätsverlust (keine Karyorrhexis oder -pyknose), teilweise mit 
eingelagerten Drüsenschläuchen, die prinzipiell vereinbar sind mit Anschnitten der murinen 
Brustdrüse. Fettgewebe umgeben von einer Art reparativen Entzündung, die an 
Granulationsgewebe erinnert, mit einer minimalen entzündlichen Begleitreaktion aus 
Lymphozyten und Plasmazellen, daneben einzelne Histiozyten mit mglw. älteren 
Blutungsresiduen (i.S. von Hämosiderophagen). Ggf. auch Gefäßanschnitte, die aber in der 
HE-Färbung schlecht zu identifizieren sind.“ 
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4.4.3.1 Kontrollgruppe 
 
Abbildung 32 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist vollständig von einer breiten Schicht etwas 
ödematösen Gewebes der Empfängerstelle umgeben. Der Zellverbund der Adipozyten ist nur am Rand etwas aufgelockert. 
 
 
 
 
Abbildung 33 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Gefäßanschnitte sind zwischen den rundlichen Adipozyten nicht 
identifizierbar. 
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4.4.3.2 1 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 34 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist in Gewebe der Empfängerstelle 
eingebettet. Im rechten Bereich ist der Zellverbund der Adipozyten aufgelockert. 
 
 
 
 
Abbildung 35 – In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 1 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Im rechten Bereich findet sich ein Anschnitt am ehesten einer 
Brustdrüse der Maus (Pfeil). Gefäße sind im Fettgewebe nicht sicher abgrenzbar. 
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4.4.3.3 3 µg/ml Leptin 
 
Abbildung 36 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 4-fach vergrößert. Das Transplantat (Pfeil) ist in Gewebe der Empfängerstelle 
eingebettet. Der Zellverbund der Adipozyten ist teilweise aufgelockert. 
 
 
 
Abbildung 37 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der 3 µg/ml Leptin-
Gruppe am Tag 21 p.o., H.E.-Färbung, 20-fach vergrößert. Gefäßanschnitte im Fettgewebe sind nicht sicher identifizierbar. 
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4.5 IMMUNHISTOCHEMIE 
Geplant war die immunhistochemische indirekte Fluoreszenzfärbung der Antigene CD31, 
Ki67 und Perilipin. Trotz guter Ergebnisse der Färbungen im Testdurchlauf (siehe Abbildung 
38), war eine spezifische Darstellung der Antigene nachfolgend nicht mehr erfolgreich 
durchführbar. In mehreren Versuchsdurchläufen wurde nach jeweils geringfügig 
veränderten Protokollen vorgegangen, um eine möglichst gute Antigendemaskierung zu 
erzielen und bestmögliche Voraussetzungen für die spezifische Bindung der Antikörper zu 
schaffen. Die gefärbten Präparate wiesen aber weiterhin nur eine unspezifische, schwache 
Hintergrundfluoreszenz auf. 
 
 
Abbildung 38 - In eine Rückenhautkammer autolog transplantiertes Fettgewebe eines Versuchstiers der Kontrollgruppe am 
Tag 21 p.o, indirekte CD31-Rhodamin-Fluoreszenzfärbung, gegengefärbt mit DAPI, 10-fach vergrößert. Die Adipozyten sind 
als ungefärbte Flächen zwischen den dicht gelagerten, blau fluoreszierenden Kernen der umgebenden Zellen erkennbar. 
Gefäßanschnitte imponieren als rundliche, rot fluoreszierende Gebilde, die sich besonders häufig im Granulationsgewebe 
oberhalb des Transplantats finden (exemplarisch mit Pfeilen gekennzeichnet). 
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5 DISKUSSION 
5.1 DISKUSSION DER VERSUCHSMETHODIK  
5.1.1 Entwicklung des Leipziger Rückenhautkammermodells 
Nachdem Sandison 1924 erstmals eine transparente Kammer vorstellte, welche am Ohr des 
Hasen mikrozirkulatorische Untersuchungen in vivo ermöglichte [81], wurde dieses Modell 
seither immer wieder aufgegriffen und weiterentwickelt [82–86]. So entstanden mit der Zeit 
abgewandelte Kammern, die im Bereich anderer Körperstellen präpariert wurden, z.B. an 
der Wange oder im Bereich der Rückenhaut von Versuchstieren und es kamen zunehmend 
kleinere Versuchstiere zum Einsatz, wie Hamster oder Mäuse [87, 88]. 
Algire et al. stellten im Jahr 1943 die erste Rückenhautkammer für die Maus vor, deren 
Präparationsprinzip bis heute in ähnlicher Weise erhalten geblieben ist [89]. Nach diesem 
Vorbild entwarfen Endrich et al. 1980 ein RHK-Modell für den Hamster [90], dessen Design 
sich durchsetzte und in vielen Studien seine Anwendung fand. Von Lehr et al. wurde dieses 
Kammermodell - unter Beibehaltung seiner Form bzw. Bauweise - wiederum zum Einsatz an 
Mäusen in der Größe angepasst [69]. 
Wie bereits unter 3.2.2 („Etablierung eines neuen Kammermodells“) beschrieben, wurde im 
Rahmen dieser Studie für sämtliche Experimente das neu entworfene Leipziger 
Rückenhautkammermodell verwendet, welches sich durch eine geringere Größe und ein um 
28 % reduziertes Gewicht auszeichnet (2,3 g vs. 3,2 g), verglichen mit dem in Deutschland 
bisher am häufigsten genutzten Modell von Lehr et al. [70]. Durch das geringe Gewicht der 
Kammern konnte die Belastung der Tiere vermindert werden und aufgrund der niedrigeren 
Höhe war eine weniger starke Dehnung der Rückenhaut beim Einspannen notwendig [70]. 
Die verschiedenen Kammermodelle finden insbesondere in der Transplantat-, Tumor- und 
Wundheilungsforschung Anwendung, da hierbei angiogenetische Vorgänge eine wichtige 
Rolle spielen und diese in der Intravitalmikroskopie (insbesondere nach i.v.-Injektion eines 
Fluoreszenzfarbstoffes) sehr gut dargestellt werden können. Das in den transparenten 
Kammern enthaltene Gewebe kann permanent beobachtet und wiederholt mit 
intravitalmikroskopischen Techniken in vivo untersucht werden. 
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5.1.2 Autologe Fettgewebstransplantation in die Rückenhautkammer 
In den dieser Arbeit zugrunde liegenden Experimenten wurden durchschnittlich 3,1 mg 
(arithmetisches Mittel) inguinales Fettgewebe von C57BL/6-Mäusen autolog in 
Rückenhautkammern transplantiert. Die Entnahme des Fettgewebes und die Implantation 
der Kammer erfolgten jeweils innerhalb eines operativen Eingriffs, wobei das Transplantat 
für die Dauer der Kammerimplantation in Leptinlösungen unterschiedlicher Konzentration 
bzw. in isotoner Kochsalzlösung (Kontrollgruppe) inkubiert wurde. An den Tagen 1, 3, 7, 10, 
15 und 21 p.o. wurde das Fettgewebstransplantat intravitalmikroskopisch untersucht und es 
wurden am 1., 15. und 21. Tag Tiere für histologische Untersuchungen geopfert.  
Neben dem in dieser Studie genutzten Rückenhautkammermodell gibt es auch einige andere 
experimentelle Vorgehensweisen zur Untersuchung der autologen Fettgewebs-
transplantation am Versuchstier Maus. Im Folgenden wird zunächst nur die Methodik 
verschiedener Studien kurz beschrieben und mit der Verwendung von Rückenhautkammern 
verglichen, während Genaueres zu den jeweiligen Ergebnissen unter 5.2 zu finden ist. 
Eto et al. injizierten 150-200 mg inguinales Fettgewebe von C57BL/6-Mäusen autolog unter 
deren Kopfhaut und untersuchten das Transplantat zu verschiedenen Zeitpunkten bis 14 
Tage p.o. immunhistochemisch [56]. 
Jiang et al. injizierten via Liposuktion gewonnenes humanes Fettgewebe (in den 
Interventionsgruppen unter Zusatz von ADSCs und/oder bFGF) in die Subkutis von 
immunsupprimierten Nacktmäusen und führten nach 12 Wochen histologische Analysen des 
Gewebes durch [40]. 
Dong et al. untersuchten Angio- und Adipogenese nach autologer Fettgewebstransplantation 
in einem „cross-grafting“-Modell, wobei inguinales Fettgewebe von C57BL/6-Mäusen (ohne 
Fluoreszenz) in fragmentierter bzw. unfragmentierter Form (links bzw. rechts) in die Flanke 
von GFP-positiven C57BL/6-Mäusen (GFP = green fluorescent protein), deren Zellen ein grün 
fluoreszierendes Protein exprimieren, injiziert wurde und umgekehrt. Über einen Zeitraum 
von 8 Wochen wurden wöchentlich Mäuse für histologische Untersuchungen geopfert. 
Durch die Unterschiede im Fluoreszenzverhalten der Zellen beider Mausarten konnte 
differenziert werden, ob sich neu bildende Strukturen jeweils aus Spender- oder 
Empfängergewebe hervorgehen [62]. 
Im Vergleich zu den genannten Modellen bietet die Rückenhautkammer den großen Vorteil, 
dass das transplantierte Gewebe in vivo jederzeit makroskopisch begutachtet und 
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intravitalmikroskopisch untersucht werden kann. Somit können Verläufe verschiedener 
messbarer Parameter über die Zeit an den jeweiligen Fettgewebstransplantaten 
nachvollzogen und Vorgänge auf Zellebene, wie z.B. der Blutfluss, im Transplantat live 
beobachtet werden. Aufgrund der Möglichkeit wiederholter Messungen in vivo an ein und 
demselben Tier zu verschiedenen Zeitpunkten sind insgesamt weniger Versuchstiere 
notwendig, verglichen mit einem Vorgehen, bei dem zur Parametererhebung jeweils Tiere 
geopfert und Proben entnommen werden müssen [59].  Besonders gut eignet sich das 
Modell zur Darstellung und Quantifizierung angiogenetischer Prozesse im Transplantat (in 
Verbindung mit der IVM unter Gefäßdarstellung mittels eines Kontrastmittels, z.B. FITC-
Dextran). Dabei kann, im Gegensatz zu histologischen Untersuchungen, nicht nur das 
Vorhandensein von Blutgefäßen festgestellt werden, sondern zusätzlich ist auch die Qualität 
der Gefäßperfusion einschätzbar, da die Blutflussgeschwindigkeit direkt sichtbar ist [59]. 
Anzuwenden ist das Modell allerdings nur für Untersuchungen in der Frühphase nach 
Transplantation für 2 – 3 Wochen, da es aufgrund physiologischer Wundheilungsvorgänge zu 
einer Granulation im Bereich der zirkulären Wunde kommt. Die Intravitalmikroskopie des 
Fettgewebes wird durch das sich ausbildende Granulationsgewebe beeinträchtigt (siehe 
4.3.1), sodass eine scharfe Darstellung der Adipozyten im Rahmen dieser Studie teilweise 
schon am Tag 15 p.o. nicht mehr möglich war. In den ersten 10 Tagen nach der 
Transplantation waren die intravitalmikroskopischen Untersuchungen aber zuverlässig 
durchführbar und zur Darstellung und Quantifizierung der Revaskularisierung des 
Fettgewebes hervorragend geeignet. Bei einer Optimierung des Modells in Bezug auf die 
Verhinderung der Bildung von Granulationsgewebe kann dieses ggf. auch über längere 
Zeiträume verwendet werden. Allerdings beschränkt sich der mögliche 
Beobachtungszeitraum auch aus anderen Gründen auf maximal 3 Wochen: Mit der Zeit lässt 
die Elastizität der Rückenhautfalte nach, sodass es zu einem Umkippen der Kammer 
kommen kann, was die Perfusion der Kammer beeinflusst [91]. 
Die Versuchstiere tolerierten die genutzten Leipziger Rückenhautkammern gut und zeigten 
keine Verhaltensauffälligkeiten. In den ersten Tagen nach der Transplantation war eine 
Gewichtsabnahme der Tiere von durchschnittlich 11 % zu verzeichnen, welche durch die 
Stresssituation der Operation zu erklären war. Nach ca. einer Woche wurde das 
Ausgangsgewicht wieder erreicht und im Anschluss war eine weitere geringfügige 
Gewichtszunahme der Tiere feststellbar. 
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In wenigen Fällen wurde ein „Ausreißen“ der Hautfalte aus der Titankammer beobachtet. 
Dieses Problem dürfte sich durch Verwendung einer höheren Anzahl von Nähten, welche die 
Hautfalte im oberen Bereich der Rückenhautkammer fixieren, beheben lassen, da somit die 
einwirkenden Zugkräfte (aufgrund der Elastizität der Haut) auf mehr Stellen verteilt werden. 
Grundsätzlich dürfte auch die Verwendung des Leipziger Rückenhautkammermodells 
aufgrund seiner (im Vergleich zu den Vorgängermodellen) geringeren Ausmaße, 
insbesondere in der Höhe, schon zu einer Verminderung der Wahrscheinlichkeit des 
„Ausreißens“ beigetragen haben, da die Rückenhaut somit weniger stark ausgedehnt 
werden musste. 
Makroskopisch sichtbare Entzündungsreaktionen im Bereich des Beobachtungsareals der 
Kammern traten nur in Einzelfällen auf. Die kleinen inguinalen Inzisionen, welche zur 
Entnahme des Fettgewebes dienten, verheilten komplikationslos. 
5.1.3 Einsatz von Leptin zur Förderung der Angiogenese 
Das in dieser Studie verwendete Leptin wurde bei -20°C gelagert, um die Haltbarkeit über 
den Zeitraum der Experimente zu gewährleisten. Das inguinale Fettgewebe wurde bei den 
Tieren der Interventionsgruppen nach Entnahme in Leptinlösungen der Konzentrationen 
1 µg/ml bzw. 3 µg/ml für den Zeitraum der Kammerimplantation inkubiert. Die 
durchschnittliche Inkubationszeit betrug 22 min (arithmetisches Mittel). 
In Studien zur Förderung der Angiogenese durch Leptin im Allgemeinen (also nicht konkret in 
Bezug auf Fettgewebe) kamen von unserem Vorgehen abweichende Konzentrationen des 
Hormons zum Einsatz und es erfolgte i.d.R. eine langzeitigere Inkubation: 
Boloumie et al. untersuchten die Wirkung von Leptin (in verschiedenen Konzentrationen von 
1 bis 100 ng/ml) an Kulturen von humanen Endothelzellen der Umbilikalvene (HUVECs = 
human umbilical venous endothelial cells) und stellten eine konzentrationsabhängige 
Erhöhung der Zellzahl fest, die in Zusammenhang mit der Neubildung von Gefäßen stand 
[26]. Am stärksten ausgeprägt, und mit der Wirkung von VEGF vergleichbar, war dieser 
Effekt bei einer Leptinkonzentration von 10 ng/ml (= 0,01 µg/ml, also ca. 100-mal geringere 
Konzentration als die von uns verwendeten Leptinlösungen) und einer Inkubationszeit von 
72 h [26]. 
In einer Studie von Manjunathan et al. wurden mit Leptinlösung getränkte, 1 mm³ große 
Gelatineschwämme für 72 h auf Chorioallantoismembran des Huhns (CAM = Chicken chorio 
allantoic membrane) aufgebracht [92]. Von dem humanen rekombinanten Leptin wurden 
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dabei Konzentrationen von 0,06ത  µg/µl, 0,2 µg/µl und 0, 3ത µg/µl verwendet [92]. Es wurde 
gezeigt, dass Leptin zu einem vermehrten Gefäßwachstum führt, wobei in diesem Modell die 
mittlere Leptinkonzentration von 0,2 µg/µl (= 200 µg/ml, also ca. 100-mal höhere 
Konzentration als die von uns verwendeten Leptinlösungen)  die stärkste angiogenese-
fördernde Wirkung aufwies [92]. 
Die in den Experimenten zur vorliegenden Arbeit angewendeten Konzentrationen der 
Leptinlösungen (1 bzw. 3 µg/ml) wurden in Absprache mit erfahrenen Forschern des 
Universitätsklinikums Leipzig festgelegt und die Inkubationszeit von ca. 22 min war durch 
den Operationsablauf vorbestimmt. 
Die Plasmakonzentration von Leptin beträgt bei C57BL/6-Mäusen durchschnittlich 10,4 
ng/ml und die Halbwertszeit 26 min (arithmetische Mittelwerte) [93, 94]. Die verwendeten 
Leptinkonzentrationen von 1 bzw. 3 µg/ml entsprachen also dem 100- bzw. 300-fachen der 
mittleren Konzentrationen im Blutplasma der Tiere und die Inkubationszeit ungefähr einer 
Plasmahalbwertszeit, was durchaus einen Effekt des Leptins erwarten lässt. 
Im normalgewichtigen menschlichen Körper finden sich zu denen der Versuchstiere sehr 
ähnliche Leptinkonzentrationen im Plasma von im Mittel 11,6 ng/ml [95]. Somit kann eine 
Übertragbarkeit des Konzentrationsbereichs des in Lokaltherapie an den Versuchstieren 
verwendeten Leptins auf die lokale Anwendung am Menschen angenommen werden. 
Bei der Behandlung von Fettgewebe mit Leptin ist auch die Wirkung des Hormons auf die 
Adipozyten selbst zu bedenken. Es werden hemmende Effekte auf die Lipogenese und eine 
Förderung von Triglyzerid-Hydrolyse sowie Fettsäure- und Glucoseoxidation beschrieben 
[96]. Dies steht dem Ziel der Studie, einen möglichst großen Anteil des Fettgewebes zu 
erhalten, zunächst scheinbar entgegen. Allerdings spielt die direkte Wirkung des Hormons an 
den Leptinrezeptoren der Adipozyten nur eine untergeordnete Rolle bei der Beeinflussung 
der Fettgewebsmasse [96]. Außerdem konnten teilweise sogar fördernde Effekte des Leptins 
auf die Präadipzytenproliferation und -differenzierung festgestellt werden [96]. 
Neben der in dieser Studie angewendeten topischen Applikation des Leptins wäre auch eine 
sytemische Gabe denkbar. Diese würde aber voraussichtlich mit einigen im Rahmen dieser 
Studie nicht erwünschten systemischen Nebeneffekten aufgrund der verschiedenen 
Wirkungen des Leptins (siehe 1.3.2) einhergehen und, um die gleiche Konzentration am 
Zielort des Transplantats zu erreichen (wie bei topischer Applikation), müssten sehr hohe 
Dosen angewendet werden und die Plasmakonzentration des Leptins wäre somit 
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unphysiologisch hoch. Da in dieser Studie ausschließlich die angiogenesefördernde Wirkung 
des Leptins lokal im Bereich des autologen Fettgewebstransplantats erwünscht war, wurde 
eine topische Applikationsform gewählt. Diese ist im Rückenhautkammermodell auch 
wiederholt möglich, indem man das Deckgläschen zur Applikation des Leptins kurz abnimmt. 
Durch ein solches Vorgehen kann die Wirkung des Leptins noch verstärkt bzw. über einen 
längeren Zeitraum aufrecht erhalten werden. Ein derart abgeändertes methodisches 
Vorgehen soll in einer Folgestudie seine Anwendung finden.  
5.1.4 Intravitalmikroskopie der Rückenhautkammer 
Mithilfe der angewandten intravitalmikroskopischen Techniken konnten die 
Fettgewebstransplantate in den Rückenhautkammern der Mäuse wiederholt untersucht 
werden. Somit war eine Darstellung und Beurteilung der Morphologie des Fettgewebes und 
insbesondere auch dessen sich neu ausbildender Vaskularisation zu mehreren Zeitpunkten 
im Verlauf nach der Transplantation an jeweils ein und demselben Transplantat möglich. 
Mittels der i.v.-Applikation von FITC-Dextran erfolgte eine kontrastreiche Gefäßdarstellung. 
Somit konnten auch kleinste Kapillaren sichtbar gemacht werden und eine Unterscheidung 
von Gefäßen mit und ohne Perfusion wurde ermöglicht.  
Die Intravitalmikroskopie des Fettgewebes an den Untersuchungstagen 15 und 21 p.o. war 
nur noch eingeschränkt möglich, d.h. eine scharfe Darstellung der transplantierten 
Adipozyten konnte teilweise nicht mehr erzielt werden. Die vermutliche Ursache hierfür 
konnte in den histologischen Schnitten gezeigt werden: Im Verlauf nach der Operation hat 
sich Granulationsgewebe im Bereich der für die RHK-Implantation gesetzten, kreisrunden 
Wunde gebildet, welches das Fettgewebe einschloss (siehe auch 5.1.5). Somit war zu den 
späteren Untersuchungszeitpunkten oberhalb des Transplantats eine 
Granulationsgewebsschicht vorhanden, welche mikroskopisch nicht durchdrungen werden 
konnte. Evtl. könnte die schnelle Granulation im Bereich der Kammer durch den Leptinzusatz 
gefördert worden sein, da Leptin auch wundheilungsfördernde Eigenschaften besitzt [97]. 
Allerdings konnten im Vergleich zur Kontrolle keine Unterschiede in der Bildung des 
Granulationsgewebes festgestellt werden, sondern die Mäuse der Interventionsgruppen 
konnten sogar häufiger noch am Tag 21 p.o. intravitalmikroskopisch untersucht werden (n = 
5 bzw. 4) als die der Kontrolle (n = 1).  
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Damit intravitalmikroskopische Untersuchungen auch nach mehr als 2 Wochen nach der 
Kammerimplantation noch zuverlässig möglich sind, wäre eine Optimierung des RHK-
Modells im Hinblick auf eine Reduktion der Granulation erforderlich.  
Die Sedierung der Tiere mit Ketamin/Xylazin ermöglichte saubere Videoaufnahmen ohne 
Muskelzuckungen der Mäuse, was eine genauere Auswertbarkeit des Bildmaterials zur Folge 
hatte. Der mögliche Einfluss des Narkosegemischs auf metabolische und hämodynamische 
Parameter [98, 99] wurde dabei in Kauf genommen, zumal diese Effekte aufgrund 
gewichtsadaptierter Applikation bei allen Versuchstieren in äquivalenter Wirkstärke zu 
erwarten waren. 
Phototoxische Effekte des Fluoreszenzfarbstoffs FITC mit Auswirkungen auf die 
Mikrozirkulation in den Rückenhautkammern waren unter Verwendung der 5%-igen Lösung 
der Substanz und der kurzen Dauer der intravitalmikroskopischen Untersuchungen von max. 
10 min, die mit einer geringen applizierten Lichtdosis einherging, nicht zu erwarten [100]. 
Das Vorgehen bei der Aufnahme von Bild- und Videodateien im Rahmen der 
Intravitalmikroskopie des transplantierten Fettgewebes (siehe 3.6.3) sowie bei der Erhebung 
der verschiedenen unter 3.6.4 aufgeführten Parameter wurde im Vorfeld genau festgelegt, 
um ein möglichst hohes Maß an Objektivität gewährleisten zu können. Bei der Messung 
dieser Parameter wurde auf möglichst simple und anschauliche Methoden zurückgegriffen, 
wobei eine gewisse Ungenauigkeit in Kauf genommen wurde, die aber bei sämtlichen 
Messungen gleichbleibend bestand: Sowohl die Größe der Adipozyten als auch die 
Gesamtgröße des Transplantats wurden in der zweidimensionalen Intravitalmikroskopie als 
Flächen bestimmt. Eine exakte Volumenbestimmung wäre jeweils genauer gewesen, war mit 
den gegebenen Mitteln allerdings nicht durchführbar. Da unser Interesse aber besonders der 
Veränderung der Werte im Verlauf galt und nicht den absoluten Werte, war die 
Größenbestimmung als Fläche durchaus zweckmäßig. 
5.1.5 Histologie und Immunfluoreszenz 
Die angefertigten histologischen Schnitte in H.E.-Färbung dienten zur differenzierten 
Veranschaulichung der Veränderungen des transplantierten Fettgewebes bzw. generell des 
in den Rückenhautkammern enthaltenen Gewebes auf zellulärer Ebene. Es konnte gezeigt 
werden, dass das am Tag 1 p.o. dem Rückenhautmuskel nur lose aufliegende Transplantat 
durch Granulationsgewebe, welches sich im gesamten Kammerbereich ausbildete, in den 
Gewebeverbund des Empfängerbereichs eingebettet wurde (Zustand Tag 15 u. 21 p.o.). 
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Die meisten Präparate zeigten lediglich eine minimale entzündliche Begleitreaktion und das 
autolog transplantierte Fettgewebe war durchaus als vital einzuschätzen, da die Zelkerne der 
Adipozyten keine Karyorrhexis oder -pyknose aufwiesen. In den H.E.-gefärbten 
Gewebsschnitten waren die neu gebildeten kleinen Kapillaren zwischen den Adipozyten 
nicht deutlich erkennbar, konnten an einigen Stellen aber dennoch identifiziert werden. 
Einen hingegen gut sichtbaren Gefäßreichtum wies an den Tagen 15 u. 21 p.o. in einigen 
Präparaten das Granulationsgewebe oberhalb des Transplantats auf.  
Teilweise fanden sich innerhalb der Fettgewebstransplantate einzelne rundliche Anschnitte, 
die mutmaßlich der murinen Brustdrüse zuzuordnen waren, was durch die enge 
topographische Beziehung zum inguinalen Fettgewebe erklärt werden kann. 
Die geplanten Immunfluoreszenzfärbungen zur genaueren Darstellung von Gefäßstrukturen 
(CD31) und proliferierende Zellen (Ki67) sowie zur besseren Differenzierung zw. vitalen und 
apoptotischen Adipozyten (Perilipin) konnten leider nicht erfolgreich durchgeführt werden. 
Trotz mehrerer Versuche unter geringfügiger Variation der Protokolle, insbesondere in 
Bezug auf eine Optimierung der Antigendemaskierung, konnte keine ausreichend spezifische 
Anfärbung der interessierenden Antigene mittels der indirekten Fluoreszenzmethode erzielt 
werden. Als mögliche Ursache für diese Problematik kommt die Fixierung der Präparate mit 
Formalin infrage, welche Vernetzungsreaktionen der Antigene und somit 
Epitopveränderungen bewirkt [76]. Damit Antikörper an die auf diese Weise behandelten 
Präparate überhaupt binden können, muss zunächst eine effektive Antigendemaskierung (= 
Retrieval) erfolgen [76]. Oft ist es schwierig, für das jeweilige Epitop die beste Methode aus 
der Vielzahl an Möglichkeiten des Retrievals (u.a. mittels Hitze, Andauung durch 
proteolytischer Enzyme, Druckkochtopf, Mikrowelle etc.) herauszufinden [76]. Im Rahmen 
dieser Studie konnten wir trotz einiger Demaskierungsversuche (die exakten Protokolle sind 
im Anhang hinterlegt) keine zufriedenstellende Variante ausfindig machen. Um bessere 
Ergebnisse bei den Immunfluoreszenzfärbungen zu erhalten, sollte in weiteren Studien ggf. 
eine andere Fixiertechnik der Präparate verwendet werden, wie z.B. das Gefriertrocknen, bei 
dem antigene Strukturen deutlich besser erhalten werden [76]. 
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5.2 DISKUSSION DER ERGEBNISSE 
5.2.1 Angiogenese nach autologer Fettgewebstransplantation 
Unter Anwendung des murinen Rückenhautkammermodells der autologen 
Fettgewebstransplantation konnten im Rahmen dieser Studie bei den meisten Tieren am Tag 
10 nach der Operation die ersten neu gebildeten Gefäße innerhalb der untersuchten 
Regionen (ROIs) des Transplantats bei der Intravitalmikrokopie identifiziert werden. Bei 
jeweils vier Tieren aus den beiden Interventionsgruppen wurden schon am 7. Tag p.o. neue 
Blutgefäße beobachtet, während dies in der Kontrolle zu diesem Zeitpunkt nur bei einer 
Maus der Fall war. Somit konnte gezeigt werden, dass sich unter Zusatz von Leptin bei einer 
größeren Anzahl von Tieren bereits frühzeitiger Gefäße im Fettgewebstransplantat 
ausbildeten, als in der Kontrollgruppe. Im weiteren Verlauf der Untersuchungen wurden die 
Transplantate zunehmend von einem sich immer dichter verzweigenden Gefäßnetz 
durchzogen. 
Eine Förderung der Angiogenese und folglich der Geweberetention durch verschiedene 
Zusätze zum autologen Fettgewebstransplantat konnte bereits in einigen Studien 
nachgewiesen werden: 
Jiang et al. konnten zeigen, dass ein Zusatz von basic fibroblast growth factor (bFGF) mit 
einer verstärkten Vaskularisation, vermittelt über eine erhöhte Expression angiogener 
Faktoren wie u.a. VEGF, sowie mit einem verbesserten Transplantatüberleben bei 
verminderter Fibrosierung einhergeht [40]. 
Eine Beimischung von Zellen der stromal-vaskulären Fraktion (SVF) verbessert ebenfalls das 
Transplantatüberleben durch Förderung der Angiogenese [65]. Dong et al. vermuteten die 
Ursache dessen in der Erzeugung eines angiogenen und anti-inflammatorischen Milieus 
durch die SVF-Zellen, welches eine Stimulierung der Differenzierung einwandernder 
Makrophagen zum angiogenesestimulierend wirkenden M2-Subtyp zur Folge hat [65]. 
In einer experimentellen Studie von Phipps et al. konnte eine erhöhte Volumenretention bei 
vermehrter Vaskularsierung durch Anreicherung des transplantierten Fettgewebes mit M2-
Makrophagen nachgewiesen werden [49].  
Eine signifikante Erhöhung der funktionellen Gefäßdichte nach autologer Fettgewebs-
transplantation durch Zusatz von Leptin konnte in unseren intravitalmikroskopischen 
Untersuchungen nicht aufgezeigt werden, aber es wurde der deutliche Trend ermittelt, dass 
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die Revaskularisierung des Transplantats mit zunehmender Konzentration zugesetzten 
Leptins frühzeitiger beginnt. Dieser Effekt war insbesondere mittig im Fettgewebe 
feststellbar, wo die durchschnittliche funktionelle Gefäßdichte (FVD) am Tag 7 p.o. mit 
37,7 cm/cm² in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe um den Faktor 11,4 größer war als in der 
Kontrolle mit 3,3 cm/cm². Am Rand des Fettgewebes wurden zu diesem Zeitpunkt 
Mittelwerte von 20,7 cm/cm² in der 3 µg/ml Leptin-Gruppe und 7,5 cm/cm² in der Kontrolle 
ermittelt (Unterschied um den Faktor 2,8). Zu beachten ist im Vergleich zu den ermittelten 
FVD-Werten in der Mitte des Fettgewebes, dass bei den Aufnahmen am Rand des 
Transplantats nur 50 % der Bildfläche von Fettgewebe eingenommen wurden (siehe 
Abbildung 8). Somit ist kein direkter Vergleich zwischen den ermittelten Werten der 
Gefäßdichte in der Mitte und denen am Rand des Fettgewebstransplantats möglich. Die 
fehlende Signifikanz der gefundenen Unterschiede begründet sich auf einer starken 
Streuung der Werte insbesondere in den Interventionsgruppen, was einer variablen 
Reaktion auf das Leptin entspricht. Eine Ursache für die stark unterschiedlichen 
Gefäßdichten in den Leptingruppen konnte nicht eruiert werden, d.h. es bestand keine 
Assoziation zu anderen erhobenen Werten, wie z.B. zum Alter der Tiere oder deren Gewicht. 
Die Gefäßdurchmesser der neu gebildeten Gefäße im Fettgewebe haben sich zwischen den 
einzelnen Versuchsgruppen nur unwesentlich voneinander unterschieden. Eine Ausnahme 
stellte der 7. postoperative Tag dar, an dem der mittlere Durchmesser der Gefäße in der 
3 µg/ml Leptin-Gruppe mit 11,4 µm nur etwa halb so groß war, als in den beiden anderen 
Versuchsgruppen (23,9 µm in der Kontrollgruppe und 22,8 µm in der Gruppe mit 1 µg/ml 
Leptin). Eine mögliche Erklärung dafür kann sein, dass sich bei den Transplantaten mit Zusatz 
des höherkonzentrierten Leptins zu diesem Zeitpunkt bereits ein überwiegend kapilläres 
Gefäßnetzwerk ausgebildet hatte, während bei den übrigen zunächst nur vereinzelt größere 
einsprossende Gefäße zu finden waren. 
In den histologischen H.E.-gefärbten Präparaten konnte beobachtet werden, wie das 
Fettgewebe, welches dem M. panniculus carnosus der Tiere am Tag 1 p.o. nur lose auflag, im 
Verlauf zunehmend von einer Art Granulationsgewebe umgeben und somit in das 
Empfängergewebe eingebettet wurde. Dieses Granulationsgewebe war i.d.R. sehr gefäßreich 
und hat vermutlich zusätzlich zur Revaskularisierung der Transplantate beigetragen. Auch im 
Fettgewebe selbst konnten in der Histologie Gefäße dargestellt werden, insbesondere die 
kleinen Kapillaren waren aber oft schwierig abgrenzbar. 
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Dong et al. konnten mittels ihres „cross-grafting“-Modells (siehe 5.1.2, S. 74) zeigen, dass die 
Mehrheit der Endothelzellen der neu gebildeten Gefäße vom Empfängergewebe stammen 
und somit am ehesten ein Einsprossen von Gefäßen der Empfängerstelle in das Transplantat 
für dessen Revaskularisation verantwortlich ist [62]. Ggf. könnte demnach eine stärkere 
Wirkung des Leptins erzielt werden, wenn dieses direkt auf das Empfängergewebe 
(M. panniculus carnosus) in der Rückenhautkammer gegeben wird. 
Weitere Möglichkeiten, den angiogenesefördernden Effekt des Leptins zu verstärken, 
könnten z.B. eine wiederholte Applikation des Hormons oder die Verwendung von Leptin in 
„PASylierter“ Form (Leptin + lange Aminosäurekette aus Prolin, Alanin und Serin) mit 
deutlich verlängerter Halbwertszeit und verstärkten pharmakologischen Effekten [101] 
darstellen. 
5.2.2 Vitalität des transplantierten Fettgewebes 
Dank der guten Verfügbarkeit, der kostengünstigen Gewinnung, der exzellenten 
Modellierbarkeit und der vorzüglichen Biokompatibilität des autologen Fettgewebes, stellt 
dieses eine optimale und gleichzeitig die wohl natürlichste Ressource zur Füllung von 
Volumendefekten dar. Die variable und teils hohe Resorptionsrate des Gewebes stellt aber 
bis heute einen Nachteil der Methode und somit eine Herausforderung für die Forschung 
dar.  
Es wurden im Laufe der Zeit verschiedene Theorien darüber entwickelt, was nach autologer 
Transplantation mit dem Fettgewebe passiert und zu dessen Resorption führt:  
Schon 1923 wurde die sog. „host replacement theory“ von Neuhof und Hirshfeld 
beschrieben [102]. Dieser Theorie zufolge würden Fettgewebstransplantate einer 
sukzessiven, aber progredienten Degeneration unterliegen und durch einwachsendes 
Bindegewebe komplett ersetzt werden [102]. Die Autoren gingen also davon aus, dass 
Fettgewebe nur als eine Art „scaffold“ (dt. Gerüst) für die einwachsenden 
Bindegewebszellen fungiert und vollständig resorbiert und fibrös substituiert wird [102]. 
Anfang der 1950er Jahre stellte Peer seine „cell survival theory“ vor [103]. Diese Theorie 
postuliert, dass Fettgewebe nach einer Transplantation nur dann als ein solches 
weiterexistiert, also seine Gewebemorphologie behält, wenn die Adipozyten selbst die 
Prozedur überleben [103]. Sollten die Adipozyten hingegen zugrunde gehen, würde das eine 
Degeneration des Gewebes zur Folge haben [103]. Nach Peers‘ Theorie wird ein 
Adipozytenüberleben durch frühzeitige Wiederherstellung der Blutversorgung des 
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Transplantats via Anastomosenbildung zwischen Gefäßstrukturen des transplantierten 
Fettgewebes und des Empfängergewebes ermöglicht [103]. 
Einer neueren Studie von Eto et al. zufolge kann man Fettgewebstransplantate in drei Zonen 
unterteilen, in denen das Fettgewebe aufgrund unterschiedlicher Entfernung vom 
Transplantatrand und somit differierender Möglichkeit der postoperativen Versorgung via 
Diffusion verschiedene Verhaltensmuster aufweist [56] (siehe Abbildung 39, S. 84): In der 
äußersten, nur ca. 300 µm breiten Überlebenszone („surviving zone“), überstehen sowohl 
Adipozyten als auch „adipose-derived stem cells“ (=ADSCs) den mit der Transplantation 
verbundenen ischämischen Schaden, ohne daran zugrunde zu gehen [56]. In der 
Regenerationszone („regenerating zone“) versterben die Adipozyten in den ersten 24 h nach 
Transplantation, aber die ADSCs überleben und sorgen durch Bereitstellung neuer 
Adipozyten für die Geweberegeneration [56]. Die Dicke dieser zweiten Zone variiert 
entsprechend des Mikromilieus des umgebenden Gewebes und ist u.a. abhängig von dessen 
Vaskularisierung [56].  Im Zentrum des Transplantats findet sich die Nekrosezone („necrotic 
zone“), in welcher die Ischämie post transplantationem den Zelltod der Adipozyten und auch 
der ADSCs zufolge hat [56]. Das tote Gewebe wird absorbiert oder es kommt zur fibrösen 
Umwandlung und Narbenbildung [56]. 
 
Abbildung 39 - Schematische Darstellung der Drei-Zonen-Theorie des Zellüberlebens nach autologer 
Fettgewebstransplantation, nach Eto et al. [56]. 
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In unseren intravitalmikroskopischen und histologischen Untersuchungen konnte 
morphologisch kein Unterschied zwischen Adipozyten in der Mitte und am Rand des 
Fettgewebes festgestellt werden. Dabei ist zu beachten, dass unser Modell der autologen 
Fettgewebstransplantation in die Rückenhautkammer nur bedingt mit dem von Eto et al. 
verwendeten Vorgehen vergleichbar ist: Während sich das Transplantat in unserer Studie 
zwischen der Muskelschicht des M. panniculus carnosus und dem Deckgläschen der 
Kammern befand, also initial nur auf einer Seite Kontakt zum Empfängergewebe bestand, 
wurde das inguinale Fettgewebe von Eto et al. in die Subkutis der Kopfhaut transplantiert, 
wo es allseits von Empfängergewebe umgeben war [56]. Zudem ist die von uns in der IVM 
als Rand bezeichnete Region des Fettgewebes nicht mit der von Eto et al. beschriebenen 
äußeren Zone des Transplantats gleichzusetzen (siehe Abbildung 40, S. 85). 
 
 
Abbildung 40 - Schematische Darstellung des autolog transplantierten Fettgewebes in der Rückenhautkammer im 
Querschnitt. In der IVM wurde das Transplantat von oben durch das Deckglas begutachtet. Die in unserer Studie als 
Transplantatrand bezeichnete Region ist rot schraffiert dargestellt. Die äußere Transplantatzone (Überlebenszone) nach Eto 
et al. [56] ist grün schraffiert. 
 
Noch dazu waren unsere Transplantate mit einem Gewicht von durchschnittlich 3 mg viel 
kleiner als diejenigen von Eto et al. 2012 mit 150 - 200 mg [56] und zusätzlich wurde eine 
flache Form der Exzidate bevorzugt, um eine größtmögliche Kontaktfläche zum 
darunterliegenden Hautmuskel zu erzielen. Somit wurde die notwendige Diffusionsstrecke 
für die Versorgung der Adipozyten in den ersten Tagen nach der Transplantation überall 
recht kurz gehalten.   
Dong et al. zeigten mittels des schon beschriebenen „cross-grafting“-Modells (siehe 5.1.2, 
S. 74), dass das transplantierte Fettgewebe zu einem Großteil untergeht (abgesehen von 
einem schmalen Streifen von überlebenden Adipozyten am Transplantatrand) und durch 
Adipozyten, welche allerdings aus Progenitorzellen des Empfängergewebes hervorgehen 
(und nicht wie von Eto et al. postuliert aus überlebenden ADSCs entstehen), ersetzt wird 
[62]. Des Weiteren wurde nachgewiesen, dass eine bessere Blutversorgung nicht das 
Überleben der transplantierten Adipozyten verbessert, sondern die beschriebene 
M. panniculus carnosus 
Deckglas der Kammerpräparation 
Fettgewebe 
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Regeneration des Transplantats durch die im Blut des Empfängers zirkulierenden und in das 
Transplantat einwandernden Vorläuferzellen fördert [62]. Dong et al. zeigten außerdem, 
dass eine Fragmentierung des Fettgewebes - bei einem verminderten Volumenverlust und 
besserer Angiogenese - zu einer gleichmäßigeren Gewebestruktur führt, also im Transplantat 
weniger Nekrosen und Ölzysten entstehen [62]. 
Das in unseren Experimenten transplantierte Fettgewebe war in den histologischen H.E.-
gefärbten Präparaten als vital einzuschätzen, da keine Kernatypien im Sinne von 
Karyorrhexis oder -pyknose sichtbar waren. Eine Verifizierung der Adipozytenvitalität mittels 
immunhisto-chemischer Färbung von Perilipin konnte nicht erfolgreich durchgeführt 
werden. 
Im Rahmen der intravitalmikroskopischen Untersuchungen zeigte sich die Tendenz, dass die 
Fettgewebstransplantate in der Gruppe mit Zusatz von 3 µg/ml Leptin im Durchschnitt 
weniger stark geschrumpft sind, als die Transplantate der Kontrollgruppe. Während in der 
genannten Leptingruppe bis zum Tag 10 p.o. ein durchschnittlicher Verlust von 16,8 % der 
ursprünglich gemessenen Fläche des Fettgewebes zu verzeichnen war, war das Transplantat 
in der Kontrollgruppe bis zu diesem Zeitpunkt im Mittel bereits um 29,1 % geschrumpft.  
Ein Einfluss des Leptins auf Größenveränderungen der Adipozyten selbst, im Sinne eines 
Volumenerhalts, kann v.a. am Rand des Fettgewebes angenommen werden: Die 
durchschnittliche Zellfläche blieb bis zum Tag 7 nach der Transplantation in der 
3 µg/ml Leptin-Gruppe nahezu konstant, während sie in den beiden anderen Gruppen 
bereits deutlich abnahm.  Im weiteren Verlauf verringerte sich die mittlere Größe der 
Adipozyten dann auch in dieser Gruppe. 
Der im Durchschnitt erzielte Score-Wert bei der Bewertung der Zellform mittig im 
Fettgewebe war in den Interventionsgruppen insbesondere an den Tagen 3 u. 7 p.o. etwas 
höher als in der Kontrolle – entsprechend einer vitaleren Morphologie des Fettgewebes. Im 
Verlauf der weiteren Untersuchungszeitpunkte erfolgte ein Angleichen der mittleren 
Scorewerte der drei Versuchsgruppen. 
Obwohl keine Signifikanzen der genannten Unterschiede ermittelt werden konnten, kann ein 
positiver Einfluss des Leptins auf das Schicksal der Adipozyten insbesondere in der 
Frühphase nach autologer Transplantation vermutet werden, der durch weitere 
Untersuchungen genauer erforscht und verifiziert werden sollte. 
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In einer bereits genehmigten Folgestudie wird das experimentelle Vorgehen dahingehend 
verändert, dass dem Fettgewebe nach Transplantation in die Rückenhautkammer wiederholt 
Leptin zugesetzt wird, um den mutmaßlich positiven Effekt auf das Überleben der 
Adipozyten zu verstärken. 
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Die autologe Fettgewebstransplantation stellt eine vielversprechende Möglichkeit zur 
Rekonstruktion von Gewebedefekten mit Volumenmangel dar und spielt insbesondere im 
Fachgebiet der Plastisch-Rekonstruktiven Chirurgie eine zunehmende Rolle. Aufgrund der 
leichten Zugänglichkeit des Gewebes, welches oft reichlich vorhanden ist und eine hohe 
Biokompatibilität aufweist, ist diese Technik besonders attraktiv. Allerdings wird der Erfolg 
der Methode durch die variable und teils hohe Resorptionsrate des ursprünglichen 
Transplantatvolumens eingeschränkt. Entscheidend für das Überleben des Gewebes ist die 
frühzeitige Ausbildung einer suffizienten neuen Blutversorgung im freien Transplantat. 
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Die dieser Arbeit zugrunde liegende Hypothese lautet, dass durch eine Behandlung mit dem 
angiogenesefördernden Hormon Leptin die Gefäßneubildung in autologen Fettgewebs-
transplantaten gesteigert und somit die Adipozytenvitalität erhöht werden kann. 
Im Tierexperiment wurde inguinales Fettgewebe von weiblichen C57BL/6-Mäusen mit Leptin 
behandelt und autolog in Rückenhautkammern transplantiert. Die Verwendung des 
Rückenhautkammermodells ermöglichte eine permanente Beobachtung sowie die 
wiederholte intravitalmikroskopische Untersuchung der Transplantate. Es gab drei 
Versuchsgruppen zu je 14 Tieren. In der Kontrollgruppe befand sich das Fett für die Dauer 
der Ex-vivo-Zeit in physiologischer Kochsalzlösung, während in den beiden 
Interventionsgruppen Leptin in zwei verschiedenen Konzentrationen (1 und 3 µg/ml) 
zugesetzt wurde.  
Über einen Zeitraum von drei Wochen (an den Tagen 1, 3, 7, 10, 15 und 21 p.o.) wurden die 
Tiere nach i.v.-Injektion des Fluoreszenzfarbstoffs FITC-Dextran wiederholt mit intravital-
mikroskopischen Techniken in Sedierung untersucht. Dabei wurden sowohl funktionelle als 
auch morphologische Parameter in zuvor festgelegten Regionen der Transplantate bewertet. 
Zur Quantifizierung der Revaskularisation der Transplantate diente die Erhebung der 
funktionellen Gefäßdichte, welche die Gesamtlänge perfundierter Gefäße pro Fläche des 
Beobachtungsareals angibt. Außerdem wurden der Gefäßdurchmesser, die Gesamtgröße der 
Transplantate sowie die Zellgröße und Morphologie der Adipozyten gemessen bzw. 
bewertet. Ergänzend wurden zu ausgewählten Zeitpunkten einzelne Tiere aus jeder Gruppe 
zur Gewinnung von Proben für histologische Analysen geopfert. 
Bei jeweils vier Tieren aus den beiden Interventionsgruppen wurden die ersten neu 
gebildeten Blutgefäße innerhalb der untersuchten Regionen des Fettgewebes bereits am 
7. Tag nach der Operation in der Intravitalmikroskopie beobachtet, während in der 
Kontrollgruppe nur bei einem Tier zu diesem Zeitpunkt schon durchblutete Gefäße 
vorhanden waren. Der perfundierte Anteil des transplantierten Gewebes nahm im weiteren 
Verlauf bei den meisten Tieren kontinuierlich zu. Im Wesentlichen konnte festgestellt 
werden, dass in der Frühphase nach autologer Transplantation unter Leptinbehandlung 
höhere funktionelle Gefäßdichten im Fettgewebe erreicht wurden. Der arithmetische 
Mittelwert der Gefäßdichte war am Tag 7 p.o. in der hochkonzentrierten Leptin-Gruppe 11-
mal höher als in der Kontrolle. Im weiteren Verlauf hat sich dieser Effekt verloren, wobei die 
kurze Halbwertszeit des Leptins, welche die stärkste Wirksamkeit des Hormons in der 
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Frühphase nach Transplantation erwarten lässt, eine mögliche Ursache hierfür darstellt. Die 
ermittelten durchschnittlichen Gefäßdurchmesser waren zu den meisten 
Untersuchungszeitpunkten in den drei Gruppen annähernd gleich groß. Davon abweichend 
war der mittlere Durchmesser am 7. Tag p.o. in der hochkonzentrierten Leptin-Gruppe nur 
ca. halb so groß wie in den beiden anderen Gruppen. Möglicherweise erfolgte durch den 
Einfluss des Leptins eine schnellere Ausbildung des neuen Kapillarnetzwerkes, sodass die 
mutmaßlich zuerst ins Transplantat einsprossenden, größeren Gefäße bereits zu diesem 
Zeitpunkt nur noch eine untergeordnete Rolle spielten. Die Fläche der Transplantate 
verringerte sich bis zum 15. Tag p.o. in der Kontrollgruppe auf durchschnittlich 68% des 
Ausgangswerts, während sie in der Gruppe mit Zusatz des höher konzentrierten Leptins zu 
diesem Zeitpunkt im Mittel noch 83% des ursprünglichen Werts betrug. Ein positiver Einfluss 
des Leptins auf das transplantierte Fettgewebe in Form einer verringerten Resorptionsrate 
kann somit angenommen werden. Die mittlere Zellgröße der Adipozyten blieb in den 
Interventionsgruppen innerhalb der ersten Woche nach Transplantation etwas konstanter 
als in der Kontrolle, fiel aber in allen drei Gruppen bis zum 10. Tag p.o. auf ähnliche Werte ab 
und nahm im Anschluss wieder zu. Bei der Bewertung der Adipozytenmorphologie, welche 
anhand eines Scoresystems erfolgte, zeigten sich ähnliche Verhältnisse: Am 3. und 7. Tag 
nach der Operation wurden in den Interventionsgruppen geringfügig höhere 
durchschnittliche Score-Werte erreicht (entsprechend einer vitaleren Zellmorphologie) als in 
der Kontrolle. In den histologischen Schnitten war ersichtlich, wie das Fettgewebe über den 
Untersuchungszeitraum zunehmend anwuchs und in das Rückenhautgewebe integriert 
wurde. 
Das Hormon Leptin ist ein vielversprechendes physiologisches, wundheilungs- und 
angiogeneseförderndes Hormon. Obwohl in dieser Studie keine signifikanten Ergebnisse 
festgestellt wurden, so konnte dennoch der deutliche Trend aufgezeigt werden, dass die 
Applikation von Leptin insbesondere in der Frühphase nach autologer Transplantation zu 
einer Steigerung der Gewebeperfusion im Fettgewebe führt. Ein positiver Einfluss auf das 
Transplantatüberleben lässt sich ebenfalls vermuten. Um diese Effekte genauer zu 
erforschen und zu verifizieren, sind weitere Untersuchungen notwendig. In einer bereits 
genehmigten Folgestudie soll dem Fettgewebe wiederholt Leptin zugesetzt werden, um die 
Förderung der Gefäßneubildung und des Adipozytenüberlebens in den autologen 
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Transplantaten zu verstärken bzw. über einen längeren Zeitraum aufrecht zu erhalten und so 
insgesamt noch bessere Transplantationsergebnisse zu erhalten. 
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8 ANLAGEN 
8.1 PROTOKOLLE ZUR HISTOLOGIE UND IMMUNFLUORESZENZ 
8.1.1 H.E.-Färbung 
1) Entparaffinieren und Rehydratisieren der Präparate: 
   3 x 4 min. in Xylol 
   2 x 4 min. in 100% Ethanol 
   2 x 4 min. in   96% Ethanol 
         4 min. in   80% Ethanol 
         4 min. in   70% Ethanol 
         4 min. in Aqua dest. 
2) Hämalaun-Färbung: 10 min. Inkubation in Hämalaun nach Mayer 
3) Bläuen mit Leitungswasser für 30 min. 
4) Eosin-Färbung: 2 min. Inkubation in 1-prozentigem Eosin 
5) Spülen in Aqua dest. 
6) Dehydratisierung: 
      10 sek. in   70% Ethanol 
       10 sek. in   80% Ethanol 
       10 sek. in   96% Ethanol 
         4 min. in   96% Ethanol 
   2 x 4 min. in 100% Ethanol 
   3 x 4 min. in Xylol 
7) Eindecken mit Entellan® 
8.1.2 Immunfluoreszenzfärbungen 
1) Objektträger mit den paraffinierten Präparaten 1h bei 60 °C erhitzen 
2) Entparaffinieren und Rehydratisieren der Präparate:   
3 x 5 min Xylol 
          5 min 100% Ethanol 
          5 min   96% Ethanol 
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          5 min   70% Ethanol 
         5 min Aqua dest. 
3) Antigendemaskierung: 
 Ki67-Färbung: in tris-EDTA-Puffer (Dako Target Retrieval Solution, 
pH=9, Dako Denmark A/S, Glostrup, Dänemark) 
 CD31-/Perilipin-Färbung: in Citrat-Puffer (DakoCytomation Target 
Retrieval Solution Citrate pH 6, Dako Denmark A/S, Glostrup, 
Dänemark)  
jeweils 20 min in Mikrowelle erhitzen (nicht kochen!),  
dann 20 min abkühlen lassen 
4) Präparate trocknen lassen, ca. 10 min. 
5) Präparate mit Fettstift umranden 
6) Primär-Antikörper verdünnen:  
 Ki67-AK (Rabbit anti Mouse, ICH-00375, Bethyl Laboratories, Inc.,    
 Montgomery, Texas, USA) 1:400 mit PBS/3%BSA/0,1%Tween 
 CD31-AK (Rat anti Mouse, DIA-310, DIANOVA GmbH, Hamburg, 
Deutschland) 1:100 mit “Dako Antibody Diluent with Background 
Reducing Components” (Dako North America, Inc., Carpinteria, USA) 
 Perilipin-AK (Goat anti Mouse, sc-47319, Santa Cruz Biotechnology, 
Inc., Dallas, Texas, USA) 1:50 mit “Dako Antibody Diluent with 
Background Reducing Components” (Dako North America, Inc., 
Carpinteria, USA) 
7) je 100 µl der AK-Lösung (zuvor vortexen!) auf jedes Präparat geben 
8) in feuchter Kammer über Nacht im Kühlschrank inkubieren 
9) 3x 2 min in Waschpuffer (PBS 0,1% Tween 20) 
10) Präparate trocknen lassen 
11) Sekundär-AK 1:1000 verdünnen:  
 CD31-Färbung: Goat anti-Rat IgG (H+L) Secondary Antibody, Alexa 
Fluor® 546 conjugate (A-11081, Thermo Fisher Scientific Inc., 
Waltham, Massachusetts, USA) mit „Dako Antibody Diluent with 
Background Reducing Components“ (Dako North America, Inc., 
Carpinteria, USA)  
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 Ki67-Färbung: Goat anti-Rabbit IgG (H+L) Secondary Antibody, Alexa 
Fluor® 546 conjugate (A-11010, Thermo Fisher Scientific Inc., 
Waltham, Massachusetts, USA) mit PBS/3%BSA/0,1%Tween 
 
 Perilipin-Färbung: Rabbit anti-Goat IgG (H+L) Secondary Antibody, 
Alexa Fluor® 546 conjugate (A-21085, Thermo Fisher Scientific Inc., 
Waltham, Massachusetts, USA) mit „Dako Antibody Diluent with 
Background Reducing Components“ (Dako North America, Inc., 
Carpinteria, USA)  
12) je 100 µl der Lösung mit dem Fluorochrom-gekoppelten Sekundär-AK (zuvor 
vortexen!) auf jedes Präparat geben; in feuchter Kammer 1 h bei Raumtemperatur 
inkubieren 
13) 2 x 2 min in Waschpuffer (PBS 0,1% Tween 20) 
14) Präparate trocknen lassen 
15) DAPI (4',6-Diamidino-2-Phenylindole Dihydrochloride, D1306, Thermo Fisher 
Scientific Inc., Waltham, Massachusetts, USA) 1:500 in PBS 0,1% Tween 20 
verdünnen; ca. 100 µl auf jeden OT geben; in feuchter Kammer 10 min bei RT 
inkubieren 
16) 2 min in Waschpuffer (PBS 0,1% Tween 20) 
17) 10-15 min trocknen lassen 
18) mit MobiGLOW Mounting Medium (#MGM01, MoBiTec GmbH, Göttingen, 
Deutschland) eindecken, dann mind. 30 min trocknen lassen 
Zur Verbesserung der Antigendemaskierung wurde das Protokoll wie folgt verändert: 
a) bei Schritt 1) nur 30 min in Ofen 
b) vor Schritt 3) zusätzlich Permeabilisierung durch Inkubation für 10 min in Triton 
(Triton™ X-100 Surfact-Amps™ Detergent Solution, Thermo Fisher Scientific 
Inc., Waltham, Massachusetts, USA) 0,1 % in PBS, danach 3 x 2 min Waschen in 
Waschpuffer (PBS 0,1% Tween 20) 
c) bei Schritt 6) zur Verdünnung aller Primärantikörper BSA 3 % in PBS zum Blocking 
d) Kombination aus b) und c) 
PBS = phosphate buffered saline  BSA = bovine sermalbumine 
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8.2 WERTETABELLEN DER ERGEBNISSE 
8.2.1 Funktionelle Gefäßdichte 
 
Tabelle 3 - Werteübersicht der funktionellen Gefäßdichte in cm/cm² als arithmetische Mittelwerte mit Standardabweichung 
des Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). Versuchsgruppen im Vergleich. FG = Fettgewebe. 
 
 Funktionelle Gefäßdichte in cm/cm² 
 Ort der Messung, Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Mitte des FG, Tag 1 Mittelwert ,0 ,0 ,0 
SEM ,0 ,0 ,0 
Mitte des FG, Tag 3 Mittelwert ,0 ,0 ,0 
SEM ,0 ,0 ,0 
Mitte des FG, Tag 7 Mittelwert 3,3 9,9 37,7 
SEM 3,3 4,9 19,4 
Mitte des FG, Tag 10 Mittelwert 49,8 58,6 51,0 
SEM 13,9 21,6 20,8 
Mitte des FG, Tag 15 Mittelwert 154,5 123,3 124,1 
SEM 23,9 32,0 39,5 
Mitte des FG, Tag 21 Mittelwert 170,6 223,5 120,1 
SEM - 51,9 44,0 
Rand des FG, Tag 1 Mittelwert ,0 ,0 ,0 
SEM ,0 ,0 ,0 
Rand des FG, Tag 3 Mittelwert ,0 ,0 ,0 
SEM ,0 ,0 ,0 
Rand des FG, Tag 7 Mittelwert 7,5 13,1 20,7 
SEM 5,8 6,5 16,6 
Rand des FG, Tag 10 Mittelwert 56,0 39,1 29,4 
SEM 13,2 14,7 13,5 
Rand des FG, Tag 15 Mittelwert 132,2 93,3 114,9 
SEM 25,1 28,2 40,6 
Rand des FG, Tag 21 Mittelwert - 175,7 97,0 
SEM - 51,3 52,9 
Umgebung des FG, Tag 1 Mittelwert 41,0 - 98,2 
SEM - - 10,3 
Umgebung des FG, Tag 3 Mittelwert 105,5 130,0 67,5 
SEM 25,3 2,0 8,1 
Umgebung des FG, Tag 7 Mittelwert 54,0 - 91,2 
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SEM 12,1 - 19,2 
Fortsetzung Tab. 3 Funktionelle Gefäßdichte in cm/cm² 
 Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Umgebung des FG, Tag 10 Mittelwert 68,3 130,0 50,0 
SEM 17,4 - - 
Umgebung des FG, Tag 15 Mittelwert 105,6 - ,0 
SEM 71,4 - ,0 
Umgebung des FG, Tag 21 Mittelwert - - 17,0 
SEM - - 17,0 
 
8.2.2 Gefäßdurchmesser 
 
Tabelle 4 - Werteübersicht des Gefäßdurchmessers in µm als arithmetische Mittelwerte mit Standardabweichung des 
Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). Versuchsgruppen im Vergleich. FG = Fettgewebe. 
 
 Gefäßdurchmesser in µm 
 Ort der Messung, Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Mitte des FG, Tag 1 Mittelwert - - - 
SEM - - - 
Mitte des FG, Tag 3 Mittelwert - - - 
SEM - - - 
Mitte des FG, Tag 7 Mittelwert 23,9 22,8 11,4 
SEM - 13,0 3,2 
Mitte des FG, Tag 10 Mittelwert 10,3 11,9 10,5 
SEM 1,1 1,0 1,0 
Mitte des FG, Tag 15 Mittelwert 9,6 12,3 12,8 
SEM 1,3 2,9 2,9 
Mitte des FG, Tag 21 Mittelwert 10,4 11,5 8,2 
SEM - 3,0 ,7 
Rand des FG, Tag 1 Mittelwert - - - 
SEM - - - 
Rand des FG, Tag 3 Mittelwert - - - 
SEM - - - 
Rand des FG, Tag 7 Mittelwert 7,6 11,1 13,6 
SEM . 3,8 6,9 
Rand des FG, Tag 10 Mittelwert 11,1 14,4 13,3 
SEM 1,3 4,3 2,1 
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Fortsetzung Tab. 4 Gefäßdurchmesser in µm 
 Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Rand des FG, Tag 15 Mittelwert 11,7 9,9 10,0 
SEM 1,9 ,6 1,5 
Rand des FG, Tag 21 Mittelwert - 10,3 9,0 
SEM - 2,0 ,3 
Umgebung des FG, Tag 1 Mittelwert - - 26,8 
SEM - - 7,9 
Umgebung des FG, Tag 3 Mittelwert 18,6 21,3 24,3 
SEM 4,2 5,5 3,0 
Umgebung des FG, Tag 7 Mittelwert 23,2 - 26,8 
SEM 8,2 - 9,5 
Umgebung des FG, Tag 10 Mittelwert 26,1 33,3 21,9 
SEM 5,3 - - 
Umgebung des FG, Tag 15 Mittelwert 11,5 - - 
SEM - - - 
Umgebung des FG, Tag 21 Mittelwert - - 7,7 
SEM - - - 
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8.2.3 Größe des Transplantats 
 
Tabelle 5 - Werteübersicht der Fläche des Transplantats in mm² als arithmetische Mittelwerte mit Standardabweichung des 
Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). Versuchsgruppen im Vergleich. 
 
  
 Tag p.o. 
Fläche des Transplantats in mm² 
 Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Tag 1 Mittelwert 12,45 5,02 5,61 
SEM 1,43 - ,61 
Tag 3 Mittelwert 12,35 6,43 5,93 
SEM 1,30 ,51 ,67 
Tag 7 Mittelwert 12,49 6,73 4,89 
SEM 1,20 ,16 ,84 
Tag 10 Mittelwert 12,54 5,55 5,14 
SEM 1,11 ,41 1,07 
Tag 15 Mittelwert 8,76 - 4,34 
SEM 1,73 - 1,47 
Tag 21 Mittelwert 5,40 - 2,45 
SEM - - ,72 
 
Tabelle 6 - Werteübersicht der Fläche des Transplantats in % relativ in Bezug auf den Ausgangswert vom Tag 1 p.o. (=100%) 
als arithmetische Mittelwerte mit Standardabweichung des Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). 
Versuchsgruppen im Vergleich.  
 
 Fläche des Transplantats relativ zum Wert am Tag 1 in % 
Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Tag 1 Mittelwert 100,0 100,0 100,0 
SEM ,0 ,00 ,0 
Tag 3 Mittelwert 103,2 - 105,6 
SEM 1,7 - 2,6 
Tag 7 Mittelwert 100,4 - 105,5 
SEM 3,1 - 6,3 
Tag 10 Mittelwert 96,3 - 101,4 
SEM 5,1 - 10,9 
Tag 15 Mittelwert 70,9 - 83,2 
SEM 2,5 - 17,4 
Tag 21 Mittelwert - - 55,1 
SEM - - 5,7 
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8.2.4 Zellgröße der Adipozyten 
 
Tabelle 7 - Werteübersicht der Zellgröße der Adipozyten in µm² als arithmetische Mittelwerte mit Standardabweichung des 
Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). Versuchsgruppen im Vergleich. FG = Fettgewebe. 
 
 Fläche der Adipozyten in µm² 
 Ort der Messung, Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Mitte des FG, Tag 1 Mittelwert 2276,0 3892,4 3085,1 
SEM 242,2 524,1 383,2 
Mitte des FG, Tag 3 Mittelwert 2278,8 3734,1 2728,8 
SEM 346,6 284,0 385,0 
Mitte des FG, Tag 7 Mittelwert 1808,4 3312,3 2299,4 
SEM 270,8 368,0 360,4 
Mitte des FG, Tag 10 Mittelwert 2075,0 2407,1 2108,3 
SEM 284,9 303,1 394,7 
Mitte des FG, Tag 15 Mittelwert 3418,8 3193,5 2417,6 
SEM - 701,5 640,5 
Mitte des FG, Tag 21 Mittelwert - 2984,8 2620,5 
SEM - - - 
Rand des FG, Tag 1 Mittelwert 2623,4 2724,5 2912,0 
SEM 266,4 381,4 425,1 
Rand des FG, Tag 3 Mittelwert 2422,2 2643,8 2861,7 
SEM 407,8 237,6 369,8 
Rand des FG, Tag 7 Mittelwert 2078,4 2039,5 2978,9 
SEM 425,1 489,1 555,2 
Rand des FG, Tag 10 Mittelwert 1398,0 2668,6 2113,7 
SEM 249,3 - 599,1 
Rand des FG, Tag 15 Mittelwert - 3135,8 1950,6 
SEM - - 72,8 
Rand des FG, Tag 21 Mittelwert - - - 
SEM - - - 
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8.2.5 Morphologie der Adipozyten 
 
Tabelle 8 - Werteübersicht des Morphologie-Scores (von 1 bis 5 Pkt.) der Adipozyten als arithmetische Mittelwerte mit 
Standardabweichung des Mittelwerts (SEM = standard error of the mean). Versuchsgruppen im Vergleich. FG = Fettgewebe. 
 
 Morphologie der Adipozyten nach Score (1 - 5 Pkt.) 
 Ort der Messung, Tag p.o.  Kontrollgruppe Leptin 1 µg/ml Leptin 3 µg/ml 
Mitte des FG, Tag 1 Mittelwert 3,1 3,5 3,0 
SEM ,3 ,2 ,2 
Mitte des FG, Tag 3 Mittelwert 2,8 3,1 3,0 
SEM ,3 ,2 ,2 
Mitte des FG, Tag 7 Mittelwert 2,0 2,3 2,4 
SEM ,2 ,2 ,2 
Mitte des FG, Tag 10 Mittelwert 2,1 2,4 2,0 
SEM ,2 ,3 ,2 
Mitte des FG, Tag 15 Mittelwert 2,3 2,4 2,3 
SEM ,5 ,2 ,3 
Mitte des FG, Tag 21 Mittelwert - 1,0 2,0 
SEM - - - 
Rand des FG, Tag 1 Mittelwert 3,0 3,0 2,7 
SEM ,2 ,2 ,2 
Rand des FG, Tag 3 Mittelwert 2,6 3,0 2,8 
SEM ,2 ,2 ,2 
Rand des FG, Tag 7 Mittelwert 2,3 2,3 2,4 
SEM ,2 ,2 ,1 
Rand des FG, Tag 10 Mittelwert 1,9 2,7 2,5 
SEM ,2 ,4 ,3 
Rand des FG, Tag 15 Mittelwert 2,5 2,0 2,3 
SEM ,5 ,0 ,3 
Rand des FG, Tag 21 Mittelwert - - 2,0 
SEM - - - 
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